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A aplicação das microalgas como solução para problemas no campo da bioenergia é 
cada vez mais uma realidade. Isso se dá pelo grande potencial produtivo que esses 
microrganismos fotossintetizantes apresentam, metabolizando em curtos períodos 
de tempo e meios de cultivo alternativos diferentes compostos de interesse 
industrial: proteínas, carboidratos, pigmentos e lipídeos. No entanto, alguns gargalos 
na produção dessa matriz e/ou extração de seus metabolitos ainda existem e 
necessitam de prospecção. Nesse contexto, esse trabalho teve por objetivo a 
extração dos lipídios da microalga extremófila Muriella decolor utilizando um 
aparelho extrator Soxhlet com hexano, etanol, misturas de hexano:etanol (2:1, v/v) e 
clorofórmio:metanol (2:1, v/v) e fluidos pressurizados (CO2 supercrítico e propano 
subcrítico). Além disso, os lipídios foram esterificados e/ou transesterificados para 
avaliar os rendimentos teóricos de conversão em ésteres metílicos de ácidos graxos 
(FAMEs), bem como seus perfis graxo e propriedades combustíveis. Das extrações 
convencionais de microalgas liofilizadas ou secas em estufa, a utilização de etanol 
anidro proporcionou o maior rendimento de óleo de microalgas (30,82 e 28,58 g, 
respectivamente), seguido da mistura clorofórmio:metanol (24,97 e 25,37 g). Após 
realizada a conversão do material graxo em FAMEs, os extratos hexânicos 
apresentaram as maiores taxas de conversão em FAME bruto (82,2% em massa) e 
os menores rendimentos de FAME (10,45% em massa). Os ácidos graxos 
constituintes do perfil lipídico da microalga M. decolor foram os ácidos oleico (C18:1; 
41,7 ± 1,4 %), palmítico (C16:0; 29,3 ± 0,3 %) e linoleico (C18:2; 11,9 ± 0,2 %). 
Observou-se uma maior concentração de ácidos graxos monoinsaturados (MUFAs) 
nos extratos obtidos com etanol (46,3%) e hexano (46,5%), seguidos por ácidos 
graxos monoinsaturados (SFAs), que corresponderam de 30,1 a 36,6% dos ésteres 
presentes em todos os extratos. A utilização de fluidos pressurizados demonstrou 
alta seletividade extrativa para com os triacilglicerídeos presentes na microalga. O 
propano em condições subcríticas apresentou rendimento de extração superior (9,6 
± 0,4 g/100 g) ao alcançado com o uso de dióxido de carbono supercrítico (5,11 ± 
0,02 g/100 g). Através da conversão do extrato propânico em FAMEs por diferentes 
metodologias foi possível constatar que, para as condições empregadas no presente 
trabalho, o processo de saponificação, neutralização e esterificação forneceu uma 
conversão de 92,7%. Já os cálculos preditivos das propriedades combustíveis dos 
óleos oriundos da M. decolor confirmaram o potencial de aplicação dessa microalga 
para a produção de biodiesel. Por outro lado, a biomassa obtida após os processos 
de extração também se revelou uma fonte em potencial de matéria-prima, com 
possível aplicação para a produção de ração animal e em processos baseados na 
conversão de proteínas, carboidratos e lipídeos complexos.  
Palavras-chave: Muriella decolor, teor lipídico, extração convencional, fluídos 






The application of microalgae as a solution to problems in the field of bioenergy is 
increasingly becoming a reality. This is due to the productive potential that these 
photosynthetic microorganisms present, being able to metabolize different 
compounds of industrial interest (proteins, carbohydrates, pigments and lipids) in 
short periods of time using alternative culture media. However, some obstacles still 
exist in microalgae cultivation and the subsequent extraction of their metabolites, 
particularly in large scale operations. In this context, this work aimed to extract the 
lipids from the extremophilic microalgae Muriella decolor using a Soxhlet extractor 
with hexane, ethanol, hexane:ethanol (2:1, v/v) and chloroform:methanol (2:1, v/v), 
and pressurized fluids (supercritical CO2 and subcritical propane). In addition, the 
lipids were esterified and/or transesterified to evaluate theoretical conversion yields 
in fatty acid methyl esters (FAMEs), as well as their fatty acid profiles and fuel 
properties. Based on the conventional Soxhlet extraction of freeze-dried or kiln-dried 
microalgae, the use of anhydrous ethanol provided the highest yield of microalgae oil 
(30.82 and 28.58 g, respectively), followed by the chloroform:methanol (24.97 and 
25.37 g). After conversion of the microalgae oil into FAMEs, the hexanic extracts 
showed the highest conversion rates to crude FAME (82.2 wt%) and the lowest 
FAME yields (10.45 wt%). The fatty acids constituting the lipid profile of M. decolor 
were oleic (C18:1; 41.7±1.4 %), palmitic (C16:0; 29.3±0.3 %) and linoleic (C18:2; 
11.9±0.2 %) acids. The highest concentrations of monounsaturated fatty acids 
(MUFAs) were observed in the extracts obtained with ethanol (46.3%) and hexane 
(46.5%), followed by saturated fatty acids (SFAs), which corresponded to 30.1-36.6 
% of the esters present in all extracts. The use of pressurized fluids demonstrated 
high extraction selectivity for the triacylglycerides present in the microalgae oil. 
Propane under subcritical conditions showed an extraction yield (9.6±0.4 g/100g) 
higher than that achieved with the use of supercritical carbon dioxide (5.11±0.02 
g/100g). By studying the conversion of the propane extract into FAMEs using 
different methodologies, it was possible to verify that, for the conditions employed in 
this work, the saponification, neutralization and esterification process provided the 
highest conversion of 92.7%. Predictive calculations for the fuel properties M. decolor 
FAMEs confirmed the potential application of this microalgae for the production of 
biodiesel. On the other hand, the biomass obtained after the extraction procedures 
proved to be a potential source of raw materials such as proteins, carbohydrates and 
complex lipids, with possible application for the production of animal feed. 
Keywords: Muriella decolor, lipid content, conventional extraction, pressurized fluids, 
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Desde o início da revolução industrial um novo momento foi desencadeado na 
história do planeta Terra. Com o desenvolvimento de inúmeros processos baseados 
na combustão ao longo de várias décadas, o aceleramento brusco do efeito estufa 
foi intensificado. Grandes quantidades de gases que contribuem para o efeito estufa 
acumulam continuamente na atmosfera principalmente pelo fato do uso constante de 
derivados do petróleo como fonte de energia. Segundo dados de 2010, 71% desses 
gases são gerados pelo ciclo energético convencional (produção e consumo), tendo 
como principal responsável o setor de transportes (WILBANKS; FERNANDEZ, 
2014). Além disso, projeções atuais sugerem que o ápice do consumo de 
combustíveis fósseis se dará no ano de 2025, segundo relatório da Bloomberg New 
Energy Finance (MACDONALD, 2016). A partir dos dados atuais de produção em 
nível global, alguns pesquisadores já projetam o pico de consumo do petróleo para o 
ano de 2020, portanto, cinco anos a menos do prazo inicialmente previsto (ORTIZ-
MARTÍNEZ et al., 2019). 
Um aumento gradual de cerca de 2 ppm por ano na concentração atmosférica 
de dióxido de carbono (CO2) vem sendo percebido desde o início de seu 
monitoramento, que se deu a partir de 1970 (SINGH; AHLUWALIA, 2013; CHEAH et 
al. 2015). Discussões acerca da redução na emissão de CO2 atmosférico são 
constantes e trazem à tona a busca por fontes energéticas que possam ser repostas 
em pouco tempo (renováveis) e que sejam menos poluentes. Nesse contexto, o 
desenvolvimento de tecnologias bioenergéticas é de extrema importância para a 
descarbonização do planeta, ou pelo menos para a redução das emissões de 




Os biocombustíveis líquidos emergem como solução iminente para o 
problema e por isso vêm sendo inseridos na matriz energética brasileira ao longo 
das últimas décadas. Além de produzirem baixos níveis de CO2 na atmosfera 
quando comparados aos derivados do petróleo, os biocombustíveis líquidos são 
uma opção estratégica para a segurança energética de economias emergentes. O 
etanol e o biodiesel (ésteres metílicos ou etílicos de ácidos graxos) são os principais 
biocombustíveis líquidos presentes na matriz energética brasileira, sendo estes 
majoritariamente produzidos a partir da cana-de-açúcar e da soja (matrizes vegetais) 
empregando diferentes rotas para sua produção, respectivamente. Juntamente com 
o Brasil, os Estados Unidos da América e a União Europeia também figuram dentre 
os maiores produtores de biocombustíveis líquidos do mundo (BALLESTEROS; 
MANZANARES, 2019).  
A diversificação de matrizes para produção de biocombustíveis é de suma 
importância devido a questões econômicas e ambientais, nesse caso associadas à 
contribuição que possam oferecer no sequestro de CO2 atmosférico. Neste contexto, 
os microrganismos, especificamente as microalgas, vêm ganhando destaque devido 
ao seu alto potencial produtivo, utilizando-se da energia solar, gás carbônico e 
nutrientes básicos para o seu crescimento. O termo microalga compreende vários 
microrganismos fotossintetizantes primários de diferentes domínios taxonômicos que 
formam a base da cadeia trófica aquática e participam efetivamente no sequestro de 
CO2 atmosférico (SHUKLA et al. 2017; HASAN; VOGT, 2018). Algumas espécies 
acumulam quantidades expressivas de lipídeos, que podem chegar até cerca de 
80% de sua massa seca dependendo das condições de cultivo (GRIFFITHS; 
HARRISON, 2009), extrapolando em muito os 20% de óleo encontrados na soja 




exponencial elevados, não necessitam de água potável ou de grandes áreas para o 
cultivo e, quando comparadas às oleaginosas, apresentam uma eficiência de 
produção muito superior (GRIFFITHS; HARRISON, 2009; MATA et al. 2010; SU et 
al. 2017). 
A partir da produção de diferentes metabólitos, além de lipídeos na forma de 
derivados de ácidos graxos, as microalgas podem contribuir para o desenvolvimento 
de projetos de biorrefinaria. Por exemplo, a partir da proteína existente pode-se 
produzir ração animal (BECKER, 2007; LEI, 2018), dos carboidratos estruturais 
(celulose) e/ou de reserva (amido) o etanol (RIZZA et al., 2017), dos pigmentos 
(ficobilinas, clorofilas e carotenoides) e outros metabólitos secundários (vitaminas e 
antioxidantes) aditivos para as indústrias alimentícia e farmacêutica 
(D’ALESSANDRO; ANTONIOSI FILHO, 2016; SASSI et al., 2019) e, por fim, dos 
lipídeos a produção de biodiesel e outros insumos oriundos da indústria oleoquímica 
(NEGRELL et al., 2017; CALIXTO et al., 2018). Assim, o aproveitamento integral da 
biomassa de microalgas é de suma importância para tornar rentável a sua produção 
em larga escala (WIJFFELS et al., 2010; ZHU, 2015). 
A prospecção por espécies potencialmente produtoras de metabólitos de 
interesse, assim como de métodos mais eficientes de cultivo (lagoa de circulação 
continua ou fotobiorreatores, meios e condições de cultivo), colheita (filtração, 
centrifugação, sedimentação ou floculação), secagem (secagem térmica ou 
desidratação mecânica) e extração (ação mecânica e não mecânica), são os pilares 
para o desenvolvimento industrial de biorrefinarias baseadas no uso de biomassa de 
microalgas (DELATTRE et al., 2016; RIZWAN et al., 2018).  
No mundo todo, pesquisas relacionadas à utilização das microalgas com 




Assim, mesmo que de forma minoritária quando comparada aos processos já 
existentes, as microalgas vêm ganhando espaço rapidamente em vários setores 
industriais. O seu cultivo em escala industrial já é uma realidade, mas barreiras 
relacionadas à escala de produção e à extração de seus metabólitos de interesse 
ainda representam grandes desafios. Uma das dificuldades envolvidas é maximizar 
de forma econômica as metodologias de extração em escala industrial, minimizando 
assim os custos de produção (LEE et al., 2012). Isso pode ser alcançado pela 
utilização de mais de um processo extrativo ou de processos híbridos capazes de 
extrair quantidades elevadas de lipídeos neutros, mais especificamente, ácidos 
graxos e triacilglicerídeos (HALIM et al., 2012). 
O presente trabalho teve por objetivo investigar a influência de dois métodos 
de secagem (liofilização e estufa) e de metodologias de extração convencionais 
(com solventes orgânicos em Soxhlet ou assistidas por ultrassom) e inovadoras 
(sistemas pressurizados) sobre o rendimento mássico em óleo da clorofícea Muriella 
decolor, determinar o seu perfil de ácidos graxos e avaliar as propriedades 
combustíveis desse perfil para aplicação como biodiesel, de forma a demonstrar a 







2.1 OBJETIVO GERAL 
 
Desenvolver um processo para maximizar a extração do óleo da microalga 
Muriella decolor, estudar a aplicação de seu extrato lipídico para a produção de 
ésteres metílicos de ácidos graxos e caracterizar a composição centesimal da 
biomassa residual. 
 
2.2 OBJETIVOS ESPECÍFICOS  
 
 Realizar a caracterização física e química da biomassa da microalga seca em 
liofilizador e em estufa com circulação de ar; 
 Comparar os rendimentos e os perfis de extração convencional em Soxhlet 
empregando diferentes composições de solventes (etanol, hexano, 
clorofórmio:metanol (2:1, v/v) e hexano:etanol (2:1, v/v);  
 Investigar a eficiência e a seletividade da extração do óleo da microalga 
empregando solventes pressurizados; 
 Comparar o rendimento das extrações realizadas em sistema convencional e 
com solvente pressurizado (Propano e CO2); 
 Estimar as propriedades combustíveis dos ésteres metílicos derivados de 
ácidos graxos presentes no óleo da microalga (biodiesel); 
 Quantificar os níveis de proteínas e carboidratos da biomassa residual das 




3 REVISÃO DE LITERATURA 
 
3.1 Bioenergia e Microalgas 
Ao longo da evolução humana, o uso da energia vem se transformando 
constantemente, desde o domínio do fogo em tempos primitivos de coleta e caça ao 
uso de petróleo para suprimento de energia e insumos para a indústria de 
transformação. Até meados do século XVIII o calor e a luz eram gerados 
basicamente a partir da queima da madeira e óleos vegetais ou animais. As fontes 
utilizadas na geração da energia se transformaram ao longo do tempo e o avanço 
científico gerou inovações como as máquinas movidas a vapor e a queima de carvão 
em caldeiras. Com a virada do século XIX a produção industrial alavancou um 
melhor entendimento sobre geração, armazenamento e aplicação da energia elétrica 
e do petróleo, que representa uma matriz fóssil não renovável (GUO et al., 2015).  
Os avanços tecnológicos da época marcaram o início de uma transformação 
progressista, mas o custo de toda inovação associada à matriz do petróleo, seja na 
geração de energia ou nas mais diversas aplicações industriais, foi a geração de 
poluentes em grande quantidade e, entre esses, o dióxido de carbono – CO2 – é o 
de maior emissão e concentração na atmosfera. Desde o período pré-industrial tais 
níveis têm sido cada vez mais crescentes e, desde a metade do século XX ao ano 
2000 foi contabilizado um aumento de 43% na concentração do CO2 na atmosfera 
(STOCKER et al., 2013), gerando fenômenos como o aquecimento global e a 
acidificação dos oceanos (RIES, 2011). Como contribuição à minimização da 
geração de poluentes e maximização da produção de energia, a Bioenergia – 
energia de biomassa – surge no cenário internacional, visando modificar a produção 




poluentes fosse minoritária, de preferência cíclica em relação à composição da 
atmosfera (FISCHER; SCHRATTENHOLZER, 2001). 
Entre as principais fontes de biomassa para a produção de bioenergia 
encontram-se produtos agrícolas, florestais e agroindustriais (GUO et al., 2015). 
Uma das principais estratégias para o aproveitamento energético dessas matrizes é 
a produção de biocombustíveis, como etanol de amido (HAN et al., 2019), etanol 
celulósico (SCHNEIDER et al., 2020; AYODELE et al., 2020), biodiesel 
(HARIPRASATH et al., 2019; SILVA et al., 2019), biogás por fermentação 
anaeróbica (NING et al., 2019; LIU et al., 2020), bioóleo, biocarvão e gases de 
síntese por processos de degradação térmica como pirólise (FERMOSO et al., 2017; 
FENG et al., 2018; VAMVUKA et al., 2019; HONG et al., 2020). Quando comparado 
às fontes fósseis, os biocombustíveis representam um tipo de energia limpa, 
renovável e de baixo custo, contribuindo na reparação dos danos já causados ao 
meio ambiente. Mesmo com todo esse potencial, algumas hipóteses estão sendo 
levantadas acerca da real eficiência da bioenergia em relação ao meio ambiente, 
assim como a viabilidade de sua produção e utilização. Atrelado à produção agrícola 
temos o desmatamento para a ampliação do cultivo de monoculturas, gerando um 
grande desequilíbrio ecológico,  além da perda de variabilidade genética e de habitat 
para espécies locais, vegetais e animais (NÚÑEZ‐REGUEIRO et al., 2019). Outro 
ponto relevante a ser discutido é a competição entre a produção agrícola para 
alimentação humana e para a produção de bioenergia. Em ambos os casos, há a 
demanda por grande quantidade de água para sustentar a produção, combustível 
fóssil para transporte e áreas para cultivo, processamento e armazenamento do 
material (VERDADE et al., 2015; SOUZA et al., 2017; STOKSTAD, 2019). A partir do 




intensificada e as microalgas vêm ganhando espaço, apesar de ainda existirem 
alguns gargalos tecnológicos a serem superados (RAHEEM et al., 2018; TANG et 
al., 2020).  
 As microalgas são microrganismos eucariontes ou procariontes 
fotossintetizantes que, a partir de seu metabolismo, produzem uma grande 
variedade de compostos (carboidratos, proteínas, lipídeos, hidrocarbonetos, 
pigmentos carotenoides, clorofilas, etc.) com possíveis aplicações biotecnológicas 
nos mais diversos segmentos industriais (HOYER et al., 2018; SASSI et al., 2019). 
As microalgas não dependem de terras agricultáveis, água doce ou estações 
especificas do ano para serem produzidas, diferentemente das cultivares atuais 
(soja, milho, canola, cana-de-açúcar, etc.). Tais microrganismos necessitam apenas 
de luz solar, CO2, nutrientes e alguns sais para se desenvolverem (CHISTI, 2007; 
MATA et al., 2010; LOZANO-GARCIA et al., 2019). Algumas espécies têm o 
potencial de remediar efluentes por metabolizar sólidos dissolvidos e convertê-los a 
determinados metabólitos de interesse, como lipídeos para o biodiesel e amido para 
o etanol (CALIXTO et al., 2016; WANG et al., 2017; SASSI et al., 2018; CHEN; 
WANG, 2020; LEONG; CHANG, 2020). Entre as espécies usualmente estudadas 
podem ser destacadas as clorofíceas do gênero Chlorella (PHUKAN et al., 2011; 
CHOI et al., 2015; SOUOD et al., 2017; SKORUPSKAITE et al., 2019), 
Nannochloropsis (MOAZAMI et al., 2012; BAUMGARDT et al., 2016; CHIA et al., 
2018; ZHANG et al., 2019), Scenedesmus (MCGINN et al., 2012; ASHOKKUMAR et 
al., 2015; ALVES et al., 2019; YE et al., 2020) e Haematococcus (OROSA et al., 
2005; KIM et al., 2016; KWAN et al. 2018; SAMORÌ et al., 2019), e as cianobactérias 
do gênero  Arthrospira (LECINA et al., 2017; MONTALVO et al., 2019; DEVI et al., 




3.2 Muriella decolor 
Pertencente à classe Trebouxiophyceae e à família Chorellaceae, o gênero 
Muriella é representado por 4 espécies: M. australis, M. magna, M. terrestres e M. 
decolor (FRIEDL; RYBALKA, 2012). Em estudos taxonômicos com M. decolor 
coletada em regiões polares, Czerwik-Marcinkowska et al. (2015) observaram que 
sua morfologia é caracterizada por apresentar células únicas, esféricas ou elipsoides 
com parede celular fina, que sofre engrossamento a partir da maturação da célula. 
Sua distribuição é bem diversa no globo, tendo sido catalogada no Ártico (PATOVA 
et al., 2015), na Eslováquia e na Suíça (ETTL; GÄRTNER, 2014), no México 
(FLECHTNER et al., 1998) e nos Estados Unidos da América (JOHANSEN et al., 
2007). Essa microalga habita os mais diversos locais, como rochas, cavernas, solos 
diversos e áreas com e sem gelo, sendo uma das primeiras a colonizar o ambiente 
(CZERWIK-MARCINKOWSKA et al., 2015). 
Informações acerca da parede celular da M. decolor são inexistentes. No 
entanto, a literatura reporta apenas que as microalgas da família Chorellaceae 
apresentam uma parede celular dupla, coberta por uma camada externa única ou 
trilaminada, composta por polissacarídeos do tipo β-(13)-xilanas e/ou β-(14)-
mananas, quitina e glucosaminoglucanas acetiladas (BAUDELET et al., 2017.). 
No que diz respeito à produção de metabólitos de interesse industrial, Del Río 
et al. (2015) avaliaram a acumulação lipídica em dez espécies de microalgas de 
diferentes gêneros sob regime de nitrato de sódio (NaNO3) no meio de cultivo e a 
microalga M. decolor esteve entre as espécies estudadas (Chlorella fusca, 
Chlorococcum oleofaciens, Monoraphidium braunii, Muriella aurantiaca, Muriellopsis 
sp., Neochloris oleoabundans, Pseudokirchneriella subcapitata, Scenedesmus 




o cultivo e o conteúdo graxo dessa microalga. A quantidade de NaNO3 adicionada 
ao meio de cultivo determinou uma variação no percentual de ácidos graxos 
presentes na biomassa. Os maiores níveis de nitrato (20 mM de NaNO3) 
acarretaram em uma maior concentração (2,30 ± 0,06 g/L) e produtividade 
(0,69 ± 0,03 g/L) de biomassa, em contrapartida a uma menor produtividade 
(66,20 ± 3,80 g/L) e percentual de ácidos graxos (9,60 ± 0,60 g/L) na biomassa. Já 
em relação ao perfil graxo, percebeu-se que o agregado de ácido palmítico (C16:0) e 
ácido oleico (C18:1) representou 67,4% dos ácidos graxos totais nas culturas com 
limitação de nitrato, enquanto que para células cultivadas em meio controle 
contendo nitrato os ácidos linolênico (C18:3, 41,2%) e hexadecatetraenoico (C16:4, 
15,9%) foram os que se apresentaram em maiores níveis. 
Além das informações acerca da composição lipídica, a literatura reporta 
apenas um trabalho sobre os pigmentos carotenoides oriundos do metabolismo 
celular de M. decolor. Cultivada em meio sintético modificado contendo 4 mM 
K2HPO4 com suplementação de nitrogênio, Del Campo et al. (2000) identificaram 
uma produção de 9,60±1,1 g L-1 em biomassas de M. decolor, cujo perfil de 
carotenoides era composto por 1,5±0,1 mg L−1 de cantaxantina, 0,6±0,1 mg L−1 de β-
caroteno e 5,0±0,3 mg L−1 de luteína.  
O terceiro trabalho existente há relatar informações acerca da microalga M. 
decolor foi desenvolvido por Gruber-Brunhumer et al. (2019), cultivando diferentes 
cepas de microalgas (Chlamydomonas moewusii, Chlorella emersonii, C. vulgaris, 
Acutodesmus obliquus, Eustigmatos magnus, Pseudomuriella aurantiaca, Chlorella 
minutissima, Chlorella mirabilis, Muriella cf. decolor e Chlorella vulgaris) em meio 
sintético BBM foi possível observar através de medidas de peso seco uma 





3.3 MÉTODOS DE EXTRAÇÃO DOS LIPÍDEOS DE MICROALGAS 
O termo extração caracteriza a retirada de um material de interesse a partir de 
uma determinada matriz. Os principais métodos envolvidos nesse procedimento 
incluem extração líquido-líquido, extração em fase sólida e extração com fluido 
supercrítico (QUEIROZ et al. 2001).  
Dentre os métodos de extração existentes, a utilização de solventes orgânicos 
(líquido-líquido) tem se destacado. Usualmente utiliza-se um ou mais solventes, de 
acordo com o material a ser extraído, empregando sistemas convencionais, extração 
exaustiva sob refluxo contínuo (Soxhlet) ou agitação mecânica e de métodos 
inovadores, como a utilização de fluidos pressurizados. Solventes polares (metanol, 
etanol, água, etc.) e apolares (hexano, pentano, etc.) são normalmente utilizados 
para assegurar uma extração completa do material lipídico das microalgas (HALIM et 
al., 2012). 
Folch et al. (1956) desenvolveram uma técnica utilizando 
clorofórmio:metanol (2:1, v/v) para extração dos lipídeos totais de materiais 
oleaginosos, empregando uma solução salina para melhorar a separação de fases 
(aquosa e lipídica) de forma que os lipídeos fossem carreados para a fase de 
clorofórmica. Alguns anos depois, Bligh e Dyer (1959) propuseram uma adaptação 
desse método baseada na inserção de água na mistura de solventes, em uma 
relação volumétrica clorofórmio:metanol:água de 1:2:0,8 ou 2:2:1,8. A utilização 
deste sistema trifásico contribuiu diretamente a uma melhor extração de todo o 
conteúdo lipídico (apolar e neutro) das microalgas, facilitando a separação de fases 
e o carreamento da fração pouco polar para a fase clorofórmica e o conteúdo polar 




utilizam solventes clorados e não são seletivos, extraindo outros constituintes 
celulares como pigmentos e hidrocarbonetos, quando presentes. 
Visando encontrar o melhor método para extração do material graxo das 
microalgas Scenedesmus sp., Hindakia tetrachotoma e Micractinium sp. Onay et al. 
(2016) utilizaram-se de três metodologias convencionais, Soxhlet, Bligh e Dyer e 
Folch, podendo observar que as extrações realizadas em Soxhlet e pelo método de 
Bligh e Dyer foram as que apresentaram menores variações em relação ao conteúdo 
lipídico (%), independentemente das espécies estudadas. 
No sistema Soxhlet, a extração é realizada de forma exaustiva mediante 
etapas sequenciais e contínuas de evaporação, condensação e sifonação do 
solvente. Dessa forma, a limitação à transferência de massas é reduzida, bem como 
o consumo de solvente para a extração (BAHADAR; KHAN, 2013; HALIM et al., 
2012). No entanto, a utilização de temperaturas mais altas para evaporação do 
solvente gera um consumo contínuo de energia, bem como ao estresse térmico do 
extrato que se concentra no balão de evaporação, levando eventualmente a 
alterações químicas como a oxidação de componentes termolábeis. Outros pontos 
negativos seriam o consumo contínuo de solventes e a utilização de solventes 
tóxicos como o clorofórmio para extração dos metabólitos de interesse. 
Baumgardt et al. (2016) avaliaram o perfil graxo dos extratos e o rendimento 
de extrações em Soxhlet da microalga marinha Nannochloropsis oculata, 
empregando etanol, hexano e a mistura de solventes clorofórmio:metanol na 
proporção 2:1 (v/v). Os resultados obtidos indicaram o etanol anidro como melhor 
solvente para esse sistema de extração por apresentar um rendimento em massa de 
óleo superior aos outros solventes utilizados (11,3% de extrato bruto). A vantagem 




pelo fato de ser um solvente menos tóxico, de origem renovável e com baixo valor 
de mercado. 
A utilização de fluidos pressurizados em condições sub ou supercríticas 
ofereceu grandes avanços às técnicas de extração de compostos orgânicos, assim 
como na aplicação desses extratos em produtos de interesse comercial, porque 
altas seletividades podem ser obtidas sem maiores influências sobre a composição e 
a integridade química dos materiais extraídos (MATTJE et al., 2019; VILLANUEVA-
BERMEJO et al., 2019). A FIGURA 1 oferece uma representação de como se dá a 
extração dos metabólitos de interesse mediante a utilização de fluidos 
pressurizados. 
 
FIGURA 1 – ESQUEMA ILUSTRATIVO DAS ETAPAS DE EXTRAÇÃO COM FLUÍDOS 
PRESSURIZADOS. 
 
FONTE: O autor (2019). 
 
Inicialmente, as moléculas do fluido são adsorvidas na superfície da 
biomassa por interações químicas e físicas, acarretando a dilatação das estruturas 




de massas e facilitando a extração do material de interesse. Na fase 2 os compostos 
de interesse migram a partir do gradiente de concentração do solvente utilizado, 
sendo, portanto, carreados para fora das células através do processo de difusão e 
formando uma película líquida sobre as partículas. Na fase 3, o extrato é 
transportado para o fluido extrator, de onde poderá ser recuperado a posteriori. A 
fase 4 corresponde ao final do processo extrativo, onde ocorre a difusão e 
dessorção do extrato até que este esteja totalmente contido no fluido pressurizado 
(BRUNNER, 2013). A mistura soluto/solvente é coletada a partir da abertura da 
válvula de purga do extrator. Quando a extração é realizada sem auxílio de 
cossolvente, apenas o extrato fica contido no recipiente de coleta, já que o solvente 
estará na fase gasosa, podendo ser recuperado para posterior reutilização em novas 
extrações. 
Atualmente, a extração em fluido pressurizados é uma metodologia que está 
sendo muito explorada, pois além de inovadora é uma técnica capaz de gerar ótimos 
resultados de extração quando comparada aos métodos clássicos (BAUMGARDT et 
al., 2016; MORIOKA et al., 2014). Como pontos negativos tem-se o custo do 
equipamento e o alto custo de manutenção, que têm que ser compensados pela 
qualidade e valor agregado dos produtos de extração.  
Crampon et al. (2017) realizaram a extração de lipídeos neutros e 
antioxidantes da microalga Spirulina platensis (Arthrospira platensis) utilizando CO2 
supercrítico em diferentes condições experimentais. Foi constatado que a pressão é 
o parâmetro mais influente sobre os rendimentos e a cinética de extração. Já a 
temperatura é o parâmetro que influenciou de forma mais significativa o poder 
antioxidante do extrato. Quanto maior a temperatura, maior o teor de antioxidantes 




Os métodos de extração podem ser assistidos por métodos físicos de ruptura 
celular. A partir da complexa estrutura da parede celular das clorofíceas faz-se 
necessário a utilização de métodos de intensificação que propiciem uma 
desestabilização dessas estruturas, conferindo assim acesso ao material 
citoplasmático de interesse.  
Os métodos de ruptura celular podem ser categorizados de duas formas: por 
ação mecânica (homogeneizadores, moinhos, ultrassom e autoclave) ou ação não-
mecânica (congelamento, choque osmótico, hidrólise ácida, básica e reações 
enzimáticas). É interessante ressaltar que além de extrair metabólitos os solventes 
orgânicos também causam danos à parede celular, sendo classificados como 
métodos de ação não-mecânica. 
Entre os métodos físicos de ruptura da parede celular mais utilizados podem 
ser destacados a aplicação de ultrassom (WANG; YUAN, 2016;LECINA et al.,2017; 
SKORUPSKAITE et al., 2019) e o uso de irradiação por micro-ondas (GÜNERKEN 
et al., 2015; CHEE LOONG; IDRIS, 2017; ZHANG et al., 2019). Quando aplicados 
sobre a matriz de interesse, tais métodos desestabilizam a parede celular, expondo 
assim o conteúdo intracelular de forma mais eficaz. 
O ultrassom (sonicação) age através da transmissão de ondas sonoras 
(vibrações mecânicas) com frequência de no mínimo 20 kHz e no máximo a 1 MHz 
sobre um determinado material, independentemente do estado físico da matéria. A 
dissipação das ondas sonoras no meio cria uma série de microbolhas de cavitação 
oscilando de forma regular e a partir desse processo continuo, as forças de 
cisalhamento geradas são capazes de desarranjar a estrutura da parede celular 
(CHISTI; MOO-YOUNG, 1986; WANG; WELLER, 2006). Além de ser um tratamento 




rendimento e da cinética extração e a redução da temperatura operacional, podendo 
ser realizada com qualquer solvente de interesse (WANG; WELLER, 2006). 
O princípio básico de funcionamento do micro-ondas se deve a um processo 
de ressonância. As micro-ondas atuam em moléculas polares (de constante 
dielétrica alta) que absorvem eficientemente a energia das ondas eletromagnéticas 
(300 MHz - 300 GHz). A absorção de energia pelas moléculas faz com que elas se 
agitem e se friccionem liberando parte dessa energia na forma de calor 
(GÜNERKEN et al., 2015; ZHANG et al., 2019). A ruptura celular ocorre devido ao 
aumento na pressão interna da célula, que é ocasionado pela expansão da água ao 
atingir o seu ponto de ebulição na presença das micro-ondas (CHUANBIN et al., 
1998). Como vantagens tem-se um aumento na cinética de extração e redução no 
uso de solvente, conferindo melhores resultados (WANG; WELLER, 2006). 
Visando maiores eficiências de extração dos produtos de interesse, várias 
pesquisas vêm associando métodos de rompimento da parede celular com os de 
extração de material intracelular (SHOW et al., 2015; TAPARIA et al., 2016). No 
entanto, essa estratégia depende das características da parede celular, dos 
solventes utilizados e dos metabólitos de interesse a serem extraídos, dentre outros 
(ZHANG et al., 2019). A extração utilizando fluidos pressurizados tem grande 
potencial devido a sua capacidade única de romper as células e extrair de forma 
seletiva os componentes lipídicos. Dependendo das condições a que a biomassa é 
submetida, a parede celular tem sua porosidade aumentada, gerando vários níveis 
de ruptura celular (LIN et al., 1992) que facilitam a extração de compostos.  
Howlader et al. (2019) utilizaram essa técnica para melhorar os rendimentos 
de extração lipídica da biomassa úmida de Rhodotorula glutinis. A aplicação de CO2 




rendimento e sua eficácia na ruptura celular foi demonstrada por microscopia 
eletrônica de varredura (MEV). 
Um ponto importante a ser discutido é a dificuldade de escalonamento e de 
reprodutibilidade dos métodos extrativos ao nível industrial e o impacto ambiental 
gerado pelo processo de extração, que deve ser avaliado através de um estudo 
aprofundado de seu ciclo de vida e dos custos a ele atrelados. Assim, apesar da 
potencialidade dos métodos, esses foram aplicados apenas em experimentos de 
bancada laboratorial. 
 
3.4 BIOCOMBUSTÍVEIS DERIVADOS DE MICROALGAS 
Os biocombustíveis líquidos são caracterizados como combustíveis oriundos 
de fontes renováveis (biomassa vegetal) que podem substituir parcial ou totalmente 
os combustíveis derivados de fontes não-renováveis (petróleo e gás natural) em 
motores a combustão (setor de transporte) ou quaisquer outros modelos de geração 
de energia (WU et al., 2010). 
Por motivos ambientais, a busca por alternativas para a produção de 
biocombustíveis tem sido intensificada e a utilização das microalgas para esse fim 
tem sido de ótima repercussão, pois a partir dessas pode-se produzir 
biocombustíveis com um retorno energético bem mais elevado do que os derivados 
de outros tipos de matérias-primas. Porém, suas vantagens são parcialmente 
contrapostas pelo alto custo de produção em larga escala, principalmente para o 
desenvolvimento de biocombustíveis como o biodiesel (CHISTI, 2007), dificuldades 
de extração dos componentes de interesse e o elevado custo ambiental no caso do 




A indústria de energias renováveis vem investigando e investindo fortemente 
na produção de biocombustíveis a partir de microalgas e essa iniciativa vem 
ganhando espaço no cenário mundial. Inclusive, alguns biocombustíveis de 
microalgas já foram produzidos e testados, como biodiesel (CHEE LOONG; IDRIS, 
2014; SITEPU et al., 2018), biogás (PASSOS et al., 2013), bioquerosene 
(CHIARAMONTI et al., 2014) e etanol (MÖLLERS et al., 2014). A TABELA 1 fornece 
um levantamento sobre os estudos realizados até o momento nessa linha de 
pesquisa e desenvolvimento. 
 
TABELA 1 – LEVANTAMENTO BIBLIOGRÁFICO DOS TRABALHOS EXISTENTES ACERCA DA 
PRODUÇÃO DE BIOCOMBUSTÍVEIS A PARTIR DE MICROALGAS. 
Tipo Origem Espécie Referência 
Biodiesel Lipídeos Tribonema minus Wang et al. (2013) 
  Nannochloropsis sp. e 
Chee Loong; Idris (2014) 
  Tetraselmis sp. 
  Nannochloropsis sp. Chee Loong; Idris (2017) 
  Chloroparva pannonica Sitepu et al. (2018) 
  Chlorella sp. Yodsuwan et al. (2018) 
  Spirulina platensis Raoufi; Mousavi Gargari (2018) 
  Chlorella vulgaris Fang et al. (2018) 
  Scenedesmus sp. Sivaramakrishnan; 
Incharoensakdi (2018) 
  Chlorella prototecóides Uludamar (2018) 
  Leptolyngbya sp. e 
Narendrakumar, G. et al. (2018) 
  Chlorella vulgaris 
  Desmodesmus sp. e 
Abinandan et al. (2019) 
  Heterochlorella sp. 
  Scenedesmus sp. Shomal et al. (2019) 
  Chlorella sp. Al-Ameri; Al-Zuhair (2019) 
  Spirulina platensis Rajak et al. (2019) 
  Scenedesmus sp. Tripathi et al. (2019) 





TABELA 1 – LEVANTAMENTO BIBLIOGRÁFICO DOS TRABALHOS EXISTENTES ACERCA 
DA PRODUÇÃO DE BIOCOMBUSTÍVEIS A PARTIR DE MICROALGAS. 
(continuação) 
Tipo Origem Espécie Referência 
Bioetanol Carboidratos Chlorella vulgaris Ho et al. (2013) 
  Dunaliella tertiolecta Lee et al. (2013) 
  Synechococcus sp. Möllers et al. (2014) 
  Scenedesmus bijugatus Ashokkumar et al. (2015) 
  Dunaliella tertiolecta Varela et al. (2016) 
  Scenedesmus dimorphus Chng et al. (2016) 
  Nannochloropsis oculata 
Reyimu; Özçimen (2017) 
  Tetraselmis suecica 
  Chlorella vulgaris Souod et al. (2017) 
  Nannochloropsis gaditana Onay (2018b) 
  Chlorella vulgaris,  
Juliarnita et al. (2018)   Scenedesmus obliquus e 
  Chlorococcum sp. 
  Hindakia tetrachotoma Onay (2019) 
  Chlamydomonas 
mexicana 
El-Dalatony et al. (2019) 
  Nannochloropsis gaditana Lee et al. (2019a) 
  Scenedesmus sp., 
Castro et al. (2015) 
  Ankistrosdemus sp., 
  Chlorella sp. e  
  Micromonas sp. 
Biobutanol Carboidratos Chlamydomonas sp. e 
Wang et al. (2016) 
  Chlorella vulgaris 
  Chlorella vulgaris Gao et al. (2016) 
  Neochloris aquatica Wang et al. (2017) 
  Chlorella sp. Onay (2018a) 
  Synechococcus elongates 
e Synechocystis sp. 
Wagner et al. (2019) 
Gás de síntese Chlorella vulgaris Figueira et al. (2015) 
  Chlorella vulgaris Raheem et al. (2015) 
  Chlorella vulgaris Aziz (2016) 
  Chlorella vulgaris Bach et al. (2017) 
  Chlorella vulgaris Aziz; Zaini (2017) 
  Chlorella vulgaris Liu et al. (2018a) 





TABELA 1 – LEVANTAMENTO BIBLIOGRÁFICO DOS TRABALHOS EXISTENTES ACERCA DA 
PRODUÇÃO DE BIOCOMBUSTÍVEIS A PARTIR DE MICROALGAS. 
(continuação) 
Tipo Origem Espécie Referência 
  Nannochloropsis gaditana Adamczyk; Sajdak (2018) 
  Chlorella vulgaris Liu et al. (2019) 
  Chlorella sp. Samiee-Zafarghandi et al. (2019) 
Bio-óleo  Chlorella protothecoides Miao; Wu (2004) 
  Nannochloropsis sp. Pan et al. (2010) 
  Microcystis sp. Hu et al. (2013) 
  Chlorella vulgaris Belotti et al. (2014) 
  Chlorella sp., Spirulina sp. e 
Porphyra sp. 
Hong et al. (2017) 
  Micractinium conductrix Wang et al. (2018) 
  Chlamydomonas reinhardtii Andrade et al. (2018) 
  Chlorella vulgaris Oliveira; Ferraz (2018) 
  Chlorella vulgaris Zainan et al. (2018) 
  Nannochloropsis gaditana Adamczyk; Sajdak (2018) 
FONTE: O autor (2019). 
 
3.5 BIODIESEL DE MICROALGAS 
O biodiesel é um combustível renovável constituído quimicamente por uma 
mistura de ésteres monoalquílicos de ácidos graxos provenientes de lipídeos 
derivados de óleos e gorduras animais e vegetais.  
Os lipídeos dividem-se majoritariamente em duas classes: neutros e polares. 
Os polares são mais complexos, têm função estrutural e dividem em fosfolipídeos, 
glicolipídeos, ceramidas, cerebrosídeos e ganglosídeos. Já os neutros, mais 
acessíveis e passivos de extração por serem produtos de reserva, são divididos em 
triacilglicerídeos, carotenoides, esteróis e alguns hidrocarbonetos. A extratibilidade 
de cada um desses componentes lipídicos está diretamente relacionada à 
biodisponibilidade e solubilidade nos solventes utilizados para extração (BASOVA, 




Os triacilglicerídeos (TAG) são lipídeos derivados de ácidos carboxílicos 
constituídos por três moléculas de ácidos graxos esterificadas a uma molécula de 
glicerol. Normalmente, os TAG são moléculas de reserva (armazenamento de 
energia) e principais constituintes de óleos e gorduras de origem vegetal ou animal, 
cujas propriedades físicas variam de acordo com o seu índice de saturação: as 
gorduras têm um ponto de fusão maior quando comparado aos óleos por 
apresentarem mais ácidos graxos saturados em sua estrutura, sendo sólidas na 
temperatura ambiente (NELSON; COX, 2018). 
Os ácidos graxos são ácidos carboxílicos com no mínimo 12 átomos de 
carbonos em sua cadeia hidrofóbica, podendo esta ser saturada (SFA, do inglês 
saturated fatty acids), mono-insaturada (MUFA, do inglês monounsaturated fatty 
acids), di-insaturada (DUFA, do inglês di-unsaturated fatty acids), tri-insaturada 
(TUFA, do inglês tri-unsaturated fatty acids) ou poli-insaturada (PUFA, do inglês 
polyunsaturated fatty acids) (RAMOS et al., 2017). 
A busca por matrizes competitivas, que forneçam matéria-prima de qualidade 
para a produção industrial de biodiesel, é um dos grandes desafios para a expansão 
desse mercado. Atualmente, a soja lidera o ranking de matérias-primas para a 
produção de biodiesel no Brasil, não por apresentar elevada produtividade de 
lipídeos, mais sim por estar presente em larga escala em quase todo o país. No 
entanto, essa prática tem sido muito criticada por ambientalistas não apenas pelo 
impacto ambiental da expansão da fronteira agrícola, mas também pela competição 
que apresenta com aplicações da soja na indústria alimentícia (SOUZA et al., 2017). 
A produção do biodiesel se dá majoritariamente por três vias: 
transesterificação, esterificação e hidroesterificação. A mais utilizada pela indústria é 




homogêneos ou heterogêneos, baseados em catálise básica, ácida ou enzimática. 
Esse processo se refere à alcoólise de TAG, na qual o triálcool (glicerol) é 
substituído por um álcool mono-hidroxilado de baixa massa molar (ex., metanol e 
etanol). Tal reação de substituição nucleofílica ocorre em três etapas consecutivas e 
reversíveis que tem como intermediários os mono e diacilglicerídeos 
correspondentes (SUAREZ et al., 2007; RAMOS et al., 2011). 
 
FIGURA 2 – ESQUEMA DE TRANSESTERIFICAÇÃO DE UM TRIACILGLICERÍDEO. 
 
 
FONTE: O autor (2019). 
 
A partir de matrizes ácidas com elevada quantidade de ácidos graxos livres 
(borras ácidas, gorduras de descarte, óleo residual, etc.) e um certo teor de 
umidade, as reações de esterificação ou hidroesterificação são as mais adequadas 
para a produção de biodiesel por evitar a formação de sabões. Como exemplo, a 
reação de hidroesterificação é um processo que ocorre em duas etapas (FIGURA 3). 
Inicialmente, a gordura ou óleo é hidrolisado em meio aquoso gerando ácidos graxos 
e glicerina, seguido da esterificação dos ácidos graxos livres produzidos (RAMOS et 
al., 2017). 
A síntese do biodiesel pode ser realizada a partir do extrato lipídico ou 
diretamente da biomassa por um processo in situ. Projetando uma maior valoração 




dos extratos graxos demonstra-se mais interessante pelo fato de permitir a 
recuperação total da biomassa residual pós extrações (ZHU, 2015), algo inviável a 
partir das reações in situ. A partir da biomassa residual novos produtos podem ser 
gerados, como biocombustíveis a partir da fermentação dos carboidratos, ração 
animal dado o seu algo teor proteico e insumos farmacêuticos baseados no poder 
antioxidante dos pigmentos e biomateriais, dentre outros. 
 
FIGURA 3 – ESQUEMA DE HIDROESTERIFICAÇÃO DE UM TRIACILGLICERÍDEO. 
 
FONTE: O autor (2019). 
 
A produção de biodiesel é regida por parâmetros de qualidade que garantem 
a comercialização de um biocombustível aderente às especificações de normas 
técnicas de ampla aceitação internacional. Dentre elas encontram-se as normas da 
Associação Brasileira de Normas Técnicas (ABNT), da "American Society for Testing 
and Materials" (ASTM), da "International Organization for Standardization" (ISO) e do 




Brasil é a ANP 45/2014 (Nº 45, DE 25.8.2014 - DOU 26.8.2014), cujas 
especificações que controlam a produção e uso de biodiesel no país (TABELA 2). 
 
TABELA 2 – ESPECIFICAÇÕES DO BIODIESEL SEGUNDO A AGÊNCIA NACIONAL DO 
PETRÓLEO, GÁS NATURAL E BIOCOMBUSTÍVEIS (ANP). 
Característica Unidade Limite 
Massa específica a 20 °C Kg/m
3 850 a 900 
Viscosidade cinemática a 40 °C mm
2/s 3,0 a 6,0 
Teor de água, máx. mg/Kg 200 
Contaminação total, máx. mg/Kg 24 
Ponto de fulgor, mín. °C 100 
Teor de éster, mín. % massa 96,5 
Cinzas sulfatadas, máx. % massa 0,020 
Enxofre total, máx. mg/Kg 10 
Sódio + Potássio, máx. mg/Kg 5 
Cálcio + Magnésio, máx. mg/Kg 5 
Fósforo, máx. mg/Kg 10 
Corrosividade ao cobre, 3h a 50 °C, máx. – 1 
Número de cetano – Anotar 
Ponto de entupimento de filtro a frio, máx. °C 5 – 14 °C 
Índice de acidez, máx. mg KOH/g 0,50 
Glicerol livre, máx. % massa 0,02 
Glicerol total, máx. % massa 0,25 
Monoacilglicerídeo, máx. % massa 0,7 
Diacilglicerídeo, máx. % massa 0,20 
Triacilglicerídeo, máx. % massa 0,20 
Metanol e/ou etanol, máx. % massa 0,20 
Índice de iodo g/100g Anotar 
Estabilidade à oxidação a 110 °C, mín. h 6 
FONTE: Resolução ANP 45/2014. 
 
Baseando-se na influência da composição e das propriedades de óleos 




amêndoa, milho e sementes de uva) sobre as propriedades combustíveis do 
biodiesel formado, Ramos et al. (2009) demonstraram que, através do grau de 
insaturação (DU, do inglês Degree of Unsaturation) e do fator de cadeia longa 
saturada (LCFS, do inglês Long Chain Saturated Factor), é possível predizer 
algumas das principais propriedades combustíveis (estabilidade de oxidação, 
número de cetano, valor de iodo e ponto de entupimento do filtro frio) do biodiesel 
que constam nas normas europeias para especificação do produto. 
Posteriormente, Nascimento et al. (2013) e Talebi et al. (2013) estimaram o 
número de cetano (CN, do inglês cetane number) e valor de iodo (IV, do inglês 
iodine value) de diversos os óleos produzidos a partir de microalgas de diferentes 
classes (13 espécies de Chlorophyceae; 6 espécies de Trebouxiophyceae e 1 
espécie de Bacillariophyceae) empregando o modelo correlativo empírico proposto 
por Krisnangkura (1986). Já a estimativa de outras propriedades seguiu as 
recomendações do estudo realizado por Ramos et al. (2009). Esses autores 
demonstraram a eficiência das equações empíricas no cálculo das propriedades 
combustíveis de diferentes microalgas com potencial para uso na produção de 
biodiesel. 
Através do cultivo da microalga Chlorella minutíssima em diferentes 
concentrações de nitrogênio e fósforo, Arora et al. (2016) observaram uma 
modificação quantitativa no perfil de ácidos graxos e demostraram variações nas 
propriedades combustíveis a partir do emprego das equações empíricas propostas 
por Ramos et al. (2009). A partir de comparações diretas com as propriedades 
combustíveis de óleos convencionais (pinhão-manso e palma), e do óleo da 
microalga apresentou melhores CN, CFPP, IV e estabilidade oxidativa quando 




Calixto et al. (2018) aplicaram as equações empíricas na predição das 
propriedades combustíveis de 6 clorofíceas e 6 cianobactérias isoladas da região 
nordeste do Brasil, prospectando assim a aplicação dos óleos produzidos para a 
síntese de biodiesel. Os dados demostraram a grande variação entre os perfis 
graxos de diferentes filos de microalgas, assim como a potencialidade produtiva e 
boas propriedades combustíveis dos lipídeos isolados da clorofícea Chlorella sp. 
Embora o biodiesel de microalgas não consiga competir com o diesel fóssil 
em relação a sua rentabilidade, estudos vêm sendo desenvolvidos para reverter 
essa ótica e assim torná-lo economicamente viável. Um fator relevante é que o 
cultivo das microalgas promove a assimilação de CO2 atmosférico por meio do 
metabolismo celular, contribuindo com os mecanismos de controle de seu acúmulo 
na atmosfera (sequestro de carbono) e gerando lucros adicionais a partir do 
mercado de créditos de carbono. Isso, juntamente a outros fatores já discutidos 
nesse trabalho, podem fazer com que as microalgas possam vir a ser uma 
alternativa viável para a produção de biodiesel, de modo a participarem como 
componentes efetivos da matriz energética nacional. 
Apesar das perspectivas de utilização da biomassa de microalgas para 
produção de biodiesel, alguns desafios de produção ainda limitam esse mercado 
como os custos associados ao cultivo, à secagem (devido ao elevado gasto 
energético necessário para eliminar os altos teores de água presentes na biomassa, 
que geram sérios problemas de conversão) e à extração dos lipídeos da microalga 
(BALAT, 2011). Outro desafio se concentra nas propriedades dos ácidos graxos que 
vão compor o biodiesel. As microalgas produzem muitos ácidos graxos poli-




antioxidantes que aumentam os custos de comercialização do produto (CHISTI, 
2007).  
Uma das saídas para este problema é a prospecção por espécies com alta 
produtividade de lipídeos e perfil graxo mais especifico para produção de biodiesel, 
além do desenvolvimento de parâmetros de reprodutibilidade para cultivos 
realizados em larga escala (FISCHER et al., 2008; CALIXTO et al., 2018). Tendo 
prospectadas as espécies de maior potencial e estabelecidas as condições de 
cultivo, modificações genéticas podem ser aplicadas visando aprimorar e intensificar 
a produção dos metabólitos de interesse. Pesquisas voltadas para a criação de 
microalgas geneticamente modificadas tem se intensificado na literatura e 
demonstrado o potencial destas cepas mutantes para a produção de biodiesel (LI et 
al., 2010a; QI et al., 2016). 
O bloqueio da via de biossíntese do amido por meio de modificações 
genéticas aumenta a produção de lipídeos neutros nas células de microalgas devido 
ao redirecionamento metabólico do carbono assimilado fotossinteticamente. Após 
realizar danos em subunidade da ADP-glucose pirofosforilase da microalga 
Chlamydomonas reinhardtii LI et al. (2010b) observaram um pequeno aumento na 
produtividade de lipídeos neutros. Porém, ao submeter as cepas mutantes a 
estresses fóticos e depleção de nitrogênio, foi possível obter um aumento de 8 vezes 
da concentração celular de lipídeos neutros quando comparado à cepa selvagem. 
Entre os vários métodos de modificação genética aplicados podemos 
destacar também a utilização de substâncias químicas potencialmente mutagênicas, 
em especial a utilização do metanossulfonato de etila (EMS, do inglês Ethyl Methyl 
Sulphonate), agindo particularmente na substituição de nucleotídeos (alquilação de 




al., 2014). Através da adição de EMS em diferentes cultivos da microalga selvagem 
Chlorella minutissima Mehtani et al. (2017) selecionou os três mutantes que 
apresentaram melhor taxa de crescimento e constataram na cepa CM7 um aumento 
de quase duas vezes no teor lipídico obtido em relação à cepa selvagem (27%). 
Além de um aumento na produção de pigmentos fotossintetizantes, foi observada 
uma maior concentração de ácidos graxos monoinsaturados no perfil lipídico das 
cepas mutantes. 
Agentes físicos também podem ser utilizados na indução de modificações 
genéticas, como é o caso do uso de radiação ultravioleta (UV). Células da microalga 
Nannochloropsis oculata foram submetidas ao UV e ao herbicida Quizalofope-P-
etílico visando selecionar aleatoriamente os microrganismos com maior resistência a 
estes agentes mutagênicos e um aumento no conteúdo lipídico e na produção de 
biomassa. A cepa mutante S3 apresentou os melhores resultados em relação ao 
cultivo da microalga selvagem. Além do rápido crescimento foi percebido um 
aumento de 5X do ácido araquidônico e a duplicação na produção dos ácidos oleico 
e heptadecaenóico. 
Através do sequenciamento completo do genoma microbiano e do 
desenvolvimento de novas metodologias de edição genômica, como é o caso das 
Repetições Palindrômicas Curtas Agrupadas e Regularmente Interespaçadas 
(CRISPR, do inglês Clustered Regularly Interspaced Short Palindromic Repeats), é 
possível ocasionar lesões direcionadas em certas porções do DNA (do inglês, 
Deoxyribonucleic acid) e desencadear implementações metabólicas nos organismos. 
Utilizando-se dessa técnica, Shin et al. (2019) ocasionaram a eliminação do gene 
mediador na produção da enzima Fosfolipase A2, responsável pela clivagem de 




nos cultivos, foi observado um aumento no acúmulo lipídico, como também um 
aumento de 190% no acúmulo de TAG durante a fase de crescimentos das células 
mutantes. A partir dessas informações pode-se perceber a importância da 
continuidade das pesquisas envolvendo o uso de microalgas para a produção de 




4 MATERIAL E MÉTODOS 
 
4.1 MATÉRIA-PRIMA 
A microalga Muriella decolor (M. decolor; Chlorophyceae) foi isolada do Rio 
Madeira (Rondônia, Brasil) e mantida na Coleção de Culturas de Microalgas de 
Água Doce da Universidade de São Carlos (UFSCar - Brasil). As culturas foram 
desenvolvidas no Laboratório de Cultivo de Algas (LCA) da Universidade Federal de 
Santa Catarina (UFSC – Brasil) em tanques de 500 L empregando Meio BBM 
(ANDERSEN, 2005) modificado, em uma dosagem de 30% do meio original. As 
culturas foram desenvolvidas sob condições naturais de iluminação e temperatura 
(24 a 27 °C), sob agitação constante por borbulhamento com ar atmosférico. A 
densidade celular e a biomassa foram monitoradas diariamente até que as culturas 
alcançassem o início da fase estacionária, caracterizada por ausência de 
crescimento por 2 dias consecutivos. Nesse momento as células foram separadas 
por centrifugação (6.000 xg) sem a adição de floculantes. Então, a pasta de 
microalgas foi congelada contendo 20% de sólidos totais em média. 
O seu transporte até o Centro de Pesquisa em Química Aplicada (UFPR) foi 
realizado em condições herméticas. Os blocos foram armazenados em freezer a -
20ºC para procedimentos posteriores. Todos os reagentes utilizados para este 
estudo foram de grau analítico visando minimizar possíveis erros experimentais, 
sendo estes: etanol (Neon - 99,8%); heptano (Sigma Aldrich – UV/HPLC - 99,5%); 
hexano (Neon); metanol (Neon - 99,8%); clorofórmio (Neon - 99,8%); ácido sulfúrico 
(Merck – 95-97%); cloreto de amônio (Sigma Aldrich – 99,%); cloreto de potássio 
(Sigma Aldrich – 99-105%); vanilina (Sigma Aldrich – 99%), glucose anidra (Sigma 




A espessa pasta da biomassa de microalgas descongelada foi submetida a 
dois diferentes processos de secagem, sublimação e evaporação. Uma parte do 
material foi seco por liofilização em equipamento de bancada da JOUAN (modelo 
LP3) durante 24 h, enquanto que a outra foi disposta em uma placa de vidro e 
colocada em estufa com circulação de ar (TECNAL, TE-394/1;FIGURA 4) a 35 °C 
por um período mínimo de 24 h (CRAMPON et al., 2013). 
 
FIGURA 4 – SECAGEM EM ESTUDA DE CIRCULAÇÃO FORÇADA DA BIOMASSA ÚMIDA DE 
M.decolor. 
          
FONTE: O autor (2019). 
 
4.2 CARACTERIZAÇÃO DA BIOMASSA DE MICROALGA 
4.2.1 Análise de umidade 
As amostras da microalga seca por diferentes métodos de secagem foram 
submetidas à análise de umidade conforme metodologia do Instituto Adolfo Lutz 
(ZENEBON et al., 2008), que consiste em pesar 2 g de amostra em cadinho de 
porcelana previamente limpo e seco. A amostra foi mantida em estufa a 105 ºC por 
3 h até massa constante. O resultado foi expresso em % (m/m) e calculado pela 





  (      )     (Equação 1) 
 
onde o U é a umidade, N representa a perda de massa em grama e o P a massa da 
amostra inicial. 
 
4.2.2 Análise de cinzas 
Esta analise seguiu a metodologia do Instituto Adolfo Lutz (ZENEBON et al.; 
2008). Foram pesados 2 g da amostra em cadinhos de porcelana, previamente 
limpos e calcinados. Em seguida as amostras foram carbonizadas em manta de 
aquecimento e transferidas para mufla, onde foram mantidas por 4 h a 550 ºC. 
Posteriormente, os cadinhos foram resfriados em dessecador até temperatura 
ambiente e pesados. Os resultados foram expressos em percentual (%) e calculados 
conforme a equação 1. 
 
4.2.3 Proteínas hidrossolúveis 
Para determinação de proteínas hidrossolúveis na biomassa seca foi aplicado 
o método descrito por Lowry; Randall (1951). Esta análise foi realizada na biomassa 
antes (in natura) e depois do processo de extração. Inicialmente foi preparada uma 
solução aquosa de carbonato de sódio a 2% em hidróxido de sódio (NaOH) 
0,1 mol/L (Solução A), uma solução de sulfato de cobre II penta-hidratado a 0,5% 
(solução B) e uma solução de tartarato de sódio e potássio a 1% (solução C). 
Posteriormente foi preparada uma solução mista denominada D, composta das 
soluções A, B e C na proporção volumétrica de 100:1:1. Finalmente, a solução E foi 
preparada diluindo o reagente Folin-Ciocalteau com água destilada na proporção 




Para a tratamento alcalino da biomassa seca, 5 mg de amostra foram tratados 
com 2 mL de NaOH 1 mol/L a 100 ºC por 1 h em banho-maria. Posteriormente, as 
amostras foram centrifugadas a 3000 rpm por 30 min na temperatura ambiente para 
a obtenção do extrato alcalino. Uma alíquota de 1 mL do extrato (sobrenadante) foi 
transferida para outro tubo de ensaio, onde foram adicionados 5 mL da solução D. 
Em seguida o material foi agitado em Vortex e deixado em repouso por 10 min. 
Passados 10 min foram acrescentados 0,5 mL da solução E, que foram misturados 
em vortex e deixados em repouso por 30 min na temperatura ambiente. 
Posteriormente, seguiu-se à leitura do material por espectrofotometria no ultravioleta 
em equipamento VARIAN, modelo Cary 100 Scan, empregando o comprimento de 
onda de 750 nm. A curva padrão para quantificação do teor de proteínas nas 
amostras foi preparada usando soroalbumina bovina como padrão nas 
concentrações de 0 a 400 µg/mL. 
 
4.2.4 Carboidratos totais 
A determinação dos teores de carboidratos totais na biomassa seca seguiu as 
técnicas de Dubois et al. (1956) Esta análise foi realizada na biomassa antes (in 
natura) e depois do processo de extração. 
Inicialmente a biomassa seca foi submetida ao mesmo tratamento alcalino 
descrito acima. Posteriormente, alíquotas de 0,5 mL do extrato (sobrenadante) foram 
transferidas para tubos de ensaio, que receberam 1 mL de NaOH 1 mol/L mais 
0,5 mL de Fenol 4%. Após agitação em vortex e 30 min de descanso, procedeu-se o 
acréscimo de 2,5 mL de ácido sulfúrico (H2SO4) concentrado, seguido de agitação 
em vortex. O material foi esfriado até a temperatura ambiente e depois analisado por 




comprimento de onda de 485 nm. A curva padrão para quantificação do teor de 
carboidratos nas amostras foi preparada usando glucose anidra como padrão nas 
concentrações de 0 a 400 µg/mL. 
 
4.2.5 Lipídeos totais 
A quantificação dos lipídeos totais na biomassa seca se deu pelo método de 
vanilina, conforme Mishra et al. (2014). O reagente foi preparado adicionando 0,6 g 
de vanilina a 1 mL de etanol absoluto e 90 mL de água deionizada. Essa mistura foi 
agitada continua e lentamente durante a adição de 400 mL de ácido fosfórico 
(H3PO4). A solução obtida foi então armazenada no escuro até sua utilização. 
Inicialmente 100 µL de água deionizada e 2 mL de ácido sulfúrico (H2SO4; 
98%) foram adicionados em tubo de ensaio contendo 1 mg de biomassa seca e este 
foi aquecido por 10 min a 100 °C. Posteriormente os tubos de ensaio foram 
resfriados em banho de gelo por 5 min e adicionados de 5 mL de solução de vanilina 
fosfórica. Os tubos foram então incubados por 15 min a 37 °C em incubadora a 
200 rpm. A leitura do material resultante foi realizada por espectrofotometria em 
equipamento VARIAN, modelo Cary 100 Scan, empregando o comprimento de onda 
de 530 nm. A curva padrão para quantificação do teor de lipídeos totais nas 
amostras foi preparada usando óleo de soja comercial vendido em supermercados 
como padrão. Preparou-se uma solução de 2 mg/mL do óleo comercial em 
clorofórmio e essa foi armazenada a sob refrigeração em recipiente vedado até o 
uso. Posteriormente foi realizada uma diluição seriada da solução padrão na faixa de 
concentração de 0 a 300 µg/mL em tubos vazios devidamente limpos. Os tubos 
foram então aquecidos a 60 °C durante 10 min para completa evaporação do 





4.3 PROCESSOS EXTRATIVOS 
4.3.1 Extração convencional  
O sistema Soxhlet foi utilizado nos processos de extração convencional. As 
composições de solventes a serem testadas foram as mesmas empregadas por 
Baumgardt et al. (2016) e Escorsim et al. (2018). Foram transferidos para um 
cartucho de papel filtro aproximadamente 5 g de biomassa seca e este foi alocado 
em extrator Soxhlet com capacidade para 250 mL. Em seguida foram adicionados 
200 mL de solvente a um balão de evaporação previamente limpo e pesado. O balão 
foi conectado ao extrator e este ao condensador, sendo o conjunto mantido em 
manta de aquecimento por um período de 12 h. Este procedimento foi realizado em 
triplicata para cada solvente e suas misturas volumétricas: etanol, hexano, 
clorofórmio:metanol (2:1, v/v) e hexano:etanol (2:1, v/v). Transcorrido esse período, 
o solvente foi destilado em evaporador rotativo e o extrato retido no balão foi 
posteriormente seco em estufa a 60 ºC para retirada do solvente residual. O balão 
contendo o extrato foi resfriado em dessecador até a temperatura ambiente e 
pesado.  
O rendimento bruto do extrato lipídico (RBEL) foi calculado subtraindo-se a 
massa do balão após o processo de extração, de onde se obteve a massa do extrato 
(mE), seguida da divisão pela massa da amostra de biomassa (mA) de microalga de 
acordo com a Equação 2. 
      (    )          (Equação 2) 
 
Amostras dos extratos oriundos de cada composição de solvente foram 




indicados no item 4.4.1. Amostras do conteúdo dos cartuchos de cada extração 
também serão analisados conforme descrito nos itens 4.2.3, 4.2.4 e 4.2.5 para se 
determinar a composição centesimal na biomassa residual. 
 
4.3.2 Extração pelo método de Bligh; Dyer (1959) 
Os lipídeos também foram extraídos da biomassa seca usando o método de 
Bligh; Dyer (1959) adaptado por Borges et al. (2016). Inicialmente 0,5 g da biomassa 
seca foi transferido para tubos de ensaio, que foram adicionados de 1,5 mL de uma 
mistura de clorofórmio:metanol (2:1, v/v). A solução foi tratada em banho de 
ultrassom da marca Branson, modelo B-220 (40 kHz), durante 20 min na 
temperatura ambiente. Em seguida, a mistura foi centrifugada por 2 min a 1851 g. O 
processo extrativo foi repetido três vezes para cada tubo de ensaio. As fases 
líquidas foram então transferidas para um balão de evaporação previamente 
pesados e o solvente foi evaporado em evaporador rotativo. A fração lipídica total foi 
determinada gravimetricamente e o conteúdo lipídico calculado com base na 
porcentagem do peso seco inicial. 
 
4.3.3 Extração em sistema de fluxo contínuo em solvente pressurizado 
Os experimentos de extração do óleo de microalga com fluido pressurizado 
foram realizados em um extrator batelada conforme descrito por Rodriguez et al. 
(2018). O sistema de extração era formado por um vaso de aço encamisado (L  = 
0,22 m, φ  = 1,90 × 10−2  m, volume interno de 6,24 × 10−5  m3) conectado a um 
banho ultratermostático para manter a temperatura experimental constante durante o 
período de confinamento e extração dinâmica. O vaso ainda estava conectado a 




compressão do gás e sua injeção na célula extratora com o auxílio de válvulas. Essa 
bomba seringa foi mantida a 10 ºC por um segundo banho ultratermostatizado. O 
esquema que representa o sistema de extração está apresentado na FIGURA 5.  
 
FIGURA 5 – ESQUEMA DO APARATO EXPERIMENTAL PARA AS EXTRAÇÕES DE ÓLEO COM 
FLUIDO PRESSURIZADO 
 
FONTE: Mesomo (2013). 
 
A biomassa da microalga M. decolor foi seca tanto em estufa a 35 °C quanto 
pelo processo de liofilização, conforme descrito anteriormente. Após a secagem, a 
biomassa foi triturada em moinho de facas e posteriormente peneirada, sendo que a 
fração com partículas de 0,5 mm foi separada para a realização das extrações. 
Inicialmente, os banhos ultratermostatizados foram ligados e assim permaneceram 
até atingir a temperatura desejada para realização dos ensaios. Paralelamente, o 
gás foi injetado e pressurizado no interior da bomba seringa. Antes de cada 
extração, um chumaço de algodão foi colocado nas partes inferior e superior do vaso 




foram transferidos para o interior da célula extratora, que foi fechada logo em 
seguida. O gás pressurizado foi adicionado com auxílio da bomba seringa até atingir 
a pressão previamente definida para o experimento, para só daí ser iniciada a 
extração. O material foi mantido confinado no interior do vaso extrator por 90 min. Ao 
final desse tempo, amostras foram coletadas a cada 5 min nos primeiros 20 min de 
extração. Posteriormente, a coleta foi feita a cada 10 min até não se observar mais a 
saída de extrato pela válvula de purga do extrator, totalizando cerca de 100 min para 
o propano subcrítico e 140 min para o CO2 supercrítico. 
As curvas que representam a cinética das extrações em cada condição foram 
construídas com base nas quantidades de extrato obtidas ao longo do tempo. Em 
todos os experimentos a vazão de gás foi mantida em 2 mL/min durante a extração. 
Imediatamente após a coleta o tubo foi pesado em balança analítica e a massa do 
óleo obtida foi determinada gravimetricamente. A partir desses dados o RBEL foi 
calculado de acordo com os termos da Equação 2. 
O perfil de ácidos graxos presentes nos óleos oriundos das extrações foi 
analisado conforme descrito nos itens 4.4.1. A biomassa residual de cada extração 
também foi analisada conforme os itens 4.2.3, 4.2.4 e 4.2.5 para se determinar a 
composição de proteínas, carboidratos e lipídeos. Os experimentos de extração 
foram realizados em triplicata nas melhores condições de extração que foram 
apresentadas por Da Cruz Lima et al. (2018) para a microalga dulcícola Choricystis 
minor var. minor, utilizando o mesmo sistema de extração (TABELA 3).  
 
TABELA 3 – CONDIÇÕES DE EXTRAÇÃO ENCONTRADAS POR DA CRUZ LIMA et al. (2018). 
Extração Gás Temperatura (°C) Pressão (bar) Biomassa 









4.4 ANÁLISE DOS EXTRATOS 
4.4.1 Rendimento Bruto de Esterificação Metílica  
O rendimento bruto de esterificação metílica (RBEM) foi determinado na 
microalga in natura e nos extratos obtidos das extrações segundo a metodologia 
desenvolvida por Menezes et al. (2013), processo de saponificação, neutralização e 
esterificação (SNE). 
Inicialmente foi preparada uma solução esterificante pela dissolução de 2 g de 
cloreto de amônio em 60 mL de metanol, seguida da adição de 3 mL de H2SO4 
concentrado. Posteriormente, 200 mg das amostras foram transferidos para tubos de 
ensaio com tampa rosqueável, aos quais foram adicionados 3 mL de NaOH 
0,5 mol/L em metanol. Os tubos foram fechados e aquecidos a 90 ºC em banho-
maria por 10 min para conclusão da primeira etapa, que corresponde à 
saponificação do material. Após este período, as amostras seguiram ao resfriamento 
em banho de gelo e 9 mL da solução esterificante foram adicionados em cada tubo. 
Novamente, os tubos foram aquecidos a 90 ºC por 10 min e em seguida resfriados 
até a temperatura ambiente, concluindo assim a etapa de esterificação. Aos tubos 
foram adicionados 5 mL de heptano e 2 mL de água destilada, em seguida foram 
agitados e depois centrifugados visando a separação de fases de forma mais rápida. 
Posteriormente, 5 mL da fração heptânica foram coletados e esse procedimento foi 
realizado mais duas vezes visando extrair todos os ésteres sintetizados. As 
diferentes frações foram reunidas e transferidas para um frasco previamente 
pesado, que foi mantido em estufa a 60°C até peso constante para posterior 
pesagem. O rendimento bruto de esterificação metílica (RBEM) foi determinado 





    ( )  (       )         (Equação 3) 
 
onde para o cálculo de RBEM o mF é a massa final obtida no processo de 
esterificação e mI é a massa inicial da biomassa antes da esterificação. 
Posteriormente, a amostra foi solubilizada em heptano e submetida à análise 
cromatográfica, conforme parâmetros apresentados no item 4.4.3. 
 
4.4.2 Teor de ésteres totais 
Inicialmente os extratos lipídicos foram convertidos em ésteres metílicos para 
determinação dos Rendimentos Mássicos em Ésteres Metílicos (RMEM) utilizando o 
método de SNE (saponificação, neutralização e esterificação) desenvolvido por 
Menezes et al. (2013). A partir dessa informação foi possível identificar qual o 
melhor solvente extrator para lipídeos da microalga.  
A título de confirmação dos rendimentos determinados a partir da síntese de 
ésteres pelo método de SNE, os extratos obtidos por extração em Soxhlet com 
hexano e propano subcrítico foram submetidos a uma transesterificação ácida de 
acordo com o procedimento descrito por D’Oca et al. (2011). Estes extratos foram 
escolhidos por terem proporcionado maior seletividade para a extração de lipídeos 
neutros e, portanto, apresentarem maior potencial a produção de biodiesel.  
Para os ensaios de transesterificação ácida, 5 g de extrato foram pesados em 
um balão de fundo redondo pequeno. A reação foi realizada usando 20% de H2SO4 
em metanol seco, seguindo uma razão molar de 30:1 entre metanol e o extrato 
lipídico. A reação foi conduzida por 4 h em banho de óleo a 80-90 °C sob agitação 
constante. O balão foi conectado a um condensador de forma que a reação 




metanol foi evaporado e os ésteres produzidos foram solubilizados em hexano. A 
solução hexânica foi lavada com água, desidratada com sulfato de sódio anidro e 
evaporada à secura. Os produtos de transesterificação ácida foram determinados 
com auxílio da Equação 3 e depois solubilizados em heptano para seguir à análise 
cromatográfica e posterior quantificação do Rendimento Mássico em Ésteres 
Metílicos (RMEM) por padronização externa empregando a Equação 4, conforme 
descrito no item 4.4.3, 
     ( )  (          )   (Equação 4) 
 
onde EC é a massa de éster quantificados em cromatografia por padronização 
externa e EM é a massa bruta de ésteres metílicos presente no frasco antes da 
injeção em cromatógrafo.  
 
4.4.3 Perfil e teor de ésteres metílicos de ácidos graxos 
A mistura de ésteres metílicos, obtidos segundo as metodologias propostas 
por Menezes et al. (2013) e por D’oca et al. (2011), foram solubilizadas na mesma 
quantidade de heptano presente antes da análise gravimétrica, para posterior 
análise por cromatografia a gás com detecção por espectrometria de massas (GC-
MS). As análises foram realizadas em sistema Shimadzu GCMS-QP2010 SE com 
ionização por impacto de elétrons a 70 eV, empregando uma coluna capilar VF-5MS 
(30 m x 0,25 mm; 0,25 μm). Hélio foi utilizado como gás de arraste a uma vazão 
constante de 0,8 mL/min. O volume de injeção foi de 1 μL no modo splitless. As 
temperaturas do injetor, do manifold, da linha de transferência e da fonte de íons 




da coluna cromatográfica foi de 2 mmTorr e essa foi programada para operar 
inicialmente a 100 ºC por 1 min, seguida de aquecimento a 10 ºC/min até atingir 
200 ºC, permanecendo nesta temperatura por 2 min para depois ser novamente 
aquecida a 3,5 ºC/min até atingir 260 ºC, onde permaneceu até o final da análise 
(37 min). Os espectros foram coletados a cada 0,5 s, na faixa de 32 a 380 m/z. 
Para a identificação dos ésteres graxos, foi realizada a comparação com os 
tempos de retenção dos padrões de monoésteres metílicos da mistura FAME (do 
inglês, fatty acid methyl esters) C4-C24 da Supelco®, juntamente à análise do grau 
de similaridade (>90%) obtido por comparação entre o espectro de massas da 
substância e os espectros disponíveis no banco de dados da biblioteca NIST 
(National Institute of Standards and Technology) instalada no equipamento. 
A determinação do perfil de ácidos graxos da microalga M. decolor foi 
realizada por normalização de área dos picos cromatográficos obtidos por GC-MS. 
de modo a comparar se a distribuição em FAME era a mesma. Por outro lado, o 
rendimento mássico em ésteres metílicos (RMEM) foi quantificado por padronização 
externa apenas para os extratos da extração convencional com hexano e da 
extração com propano subcrítico. A curva analítica para a determinação do RMEM 
foi preparada usando o heptadecanoato de metila (C19:0) como padrão externo. 
Inicialmente, uma solução de C19:0 em heptano foi preparada na concentração de 1 
mg/mL e um gradiente de concentração de 0,025 a 1 mg/mL foi preparado por 
diluição. 
 
4.5 PREVISÃO DE PROPRIEDADES COMBUSTÍVEIS EM ÉSTERES METÍLICOS 
As propriedades combustíveis foram calculadas seguindo um modelo 




(2013) e Calixto et al. (2018) com diferentes microalgas. Inicialmente foi necessário 
calcular os níveis de insaturação das cadeias graxas (ADU, do inglês Degree of fatty 
acid unsaturation) a partir da equação 5, 
     ∑       (Equação 5) 
 
onde o M é a fração em massa do ácido graxo constituinte e Y é o número de 
ligações duplas presente em cada ácido graxo. A partir do cálculo do ADU, foram 
empregadas as Equações de 6 a 10,  
   (           )            (Equação 6)   (          )            (Equação 7)    (           )            (Equação 8)    (           )           (Equação 9)     (          )            (Equação 10) 
 
onde ρ é a viscosidade cinemática a 40 °C, φ é a densidade, CN (do inglês cetane 
number) é o número de cetano, IN (do inglês iodine number) é o número de Iodo e 
HHV (do inglês Higher Heating Value) é o poder calorífico da amostra. 
O fator de saturação de cadeia longa (LCSF, do inglês Long Chain Saturated 
Factor) foi calculado levando em consideração a composição de ácidos graxos 
saturados e conferindo valores de maior peso aos ácidos graxos de maior massa 
molar (equação 11). Esse valor foi de suma importância para o cálculo do ponto de 
entupimento do filtro a frio (CFPP, do inglês Cold Filter Plugging Point) das 
amostras, conforme indicam os termos da equação 12. 




     (         )           (Equação 12) 
 
4.6 ANÁLISES ESTATÍSTICAS 
Todos os resultados experimentais foram expressos em relação à média com 
o seu respectivo desvio padrão, normalmente com n = 3 (triplicata). As análises 
foram realizadas usando o programa livre R versão 3.4.1, com 5% de nível de 
significância. Todas as variáveis foram testadas quanto à normalidade, sendo a 
partir deste escolhido o tipo de análise aplicada. Entre os tipos de secagem da 
biomassa foram realizados o teste T-student. Já para as análises com mais de duas 
variáveis, a análise de variância univariada (one-way-ANOVA) foi aplicada, seguida 





5 RESULTADOS E DISCUSSÃO 
 
5.1 CARACTERIZAÇÃO 
5.1.1 COMPOSIÇÃO CENTESIMAL 
Inicialmente, a biomassa da microalga M. decolor foi seca por liofilização e 
por tratamento térmico em estufa para verificar se o método de secagem interferiria 
na composição química do material. Além disso, a secagem foi estratégica para 
manter a integridade e auxiliar na conservação do produto (MUJUMDAR; MENON, 
1995). A TABELA 4 apresenta a composição química da biomassa em base úmida e 
em base seca. 
 
TABELA 4 – COMPOSIÇÃO CENTESIMAL DA BIOMASSA DE M. decolor SECA EM ESTUFA E EM 
LIOFILIZADOR EM RELAÇÃO À SUA MASSA ÚMIDA E MASSA SECA. 
Componente 
Composição (g/100 g)1 
Estufa (35°C) Liofilizador 
Água2 7,98±0,06a 4,92±0,11a 
Cinzas2 7,07±0,05a (7,68) 7,53±0,19a (7,91) 
Proteínas Hidrossolúveis3 20,90±0,50b (22,72) 18,69±0,79b (19,66) 
Carboidratos Totais4 12,42±1,76c (13,50) 13,51±1,72c (14,20) 
Lipídeos Totais5 14,05±1,43c (15,27) 10,85±0,89c (11,41) 
Outros metabólitos (por diferença) 37,57 (41,44) 44,51 (47,19) 
TOTAL 100 100 
Fonte: O autor (2019). 
Legenda: 1Valores em parênteses foram calculados em relação à biomassa seca; Determinações 
realizadas segundo 2Zenebon et al. (2008); 3Lowry; Randall (1951); 4Dubois et al. (1956); 5Mishra et 
al. (2014). As letras a, b e c representam a análise estatítica de cada variável dentre os métodos de 
secagem. Valores marcados com letras iguais não diferem significativamente entre si (Teste-t de 
Student, p > 0,05).  
 
Apesar da biomassa ser submetida a um regime de secagem de 24 h, ainda 
foi possível constatar a presença de água nas amostras indiferentemente do método 
de secagem. A maior retenção de umidade foi observada na biomassa seca em 




material a uma temperatura branda. A presença de água nas amostras depois do 
processo de secagem é algo certamente importante por poder interferir nas 
extrações realizadas com solventes polares, hidratando-os. 
A biomassa seca em estufa foi a que apresentou os maiores percentuais de 
metabólitos (proteínas e lipídeos), apesar de ter o maior teor de água em sua 
composição (7,98%), quando comparada à biomassa seca em liofilizador (4,92%). 
As diferenças entre os resultados obtidos foram atribuídas à problemas de 
heterogeneidade nas amostras, já que a liofilização é um processo menos agressivo 
que a secagem em estufa.  
Ansari et al. (2018) demonstraram que diferentes métodos de secagem 
(secagem ao sol, liofilização e secagem em estufa) da biomassa da microalga 
Scenedesmus obliquus influenciaram na quantidade de metabólitos extraíveis. 
Esses autores constataram que a biomassa liofilizada apresentou os melhores 
resultados de extração que todos os demais testes de secagem, porém, os 
rendimentos proteicos encontrados na microalga liofilizada (31,07±2,81%) foram 
comparáveis aos obtidos a partir da microalga seca em estufa (30,98±1,82%). 
As análises estatísticas realizadas (TABELA 4) demonstraram não haver 
diferenças significativas entres os métodos de secagem aplicados (Teste-t de 
Student, p>0,05), mais sim entre componentes quantificados na biomassa da 
microalga M. decolor (one-way ANOVA, p<0,05).  
 
5.1.2 PERFIL DE ÁCIDOS GRAXOS DA MICROALGA 
As biomassas secas da microalga M. decolor, tanto em liofilizador quanto em 
estufa a 35 °C, foram submetidas a um processo de saponificação, neutralização e 




a conversão dos lipídeos extraídos em ésteres metílicos de ácidos graxos (FAMEs, 
do inglês fatty acid methyl esters). Os ésteres metílicos extraídos com heptano de 
forma sequencial (4 repetições – vide seção 5.2.2) foram submetidos à análise por 
GC-MS visando caracterizar o perfil de ácidos graxos presentes na fração lipídica da 
microalga. O cromatograma com os respectivos picos referentes aos principais 
ácidos graxos identificados na amostra pode ser observado na FIGURA 6. 
 
FIGURA 6 – PERFIL DE ÁCIDOS GRAXOS DA PRIMEIRA FRAÇÃO HEPTÂNICA DA MICROALGA 
M. decolor SECA EM LIOFILIZADOR, ANALISADA POR CROMATOGRAFIA A GÁS NA FORMA DE 
ÉSTERES METÍLICOS. 
 
Fonte: O autor (2019). 
 
A identificação de cada analito foi realizada pela avaliação dos seus tempos 
de retenção e pelos seus respectivos espectros de massas, que foram comparados 
ao desempenho de padrões verdadeiros e com os dados disponíveis na biblioteca 




lipídico foi determinado por normalização de área e apresentado como a média de 
análises realizadas em triplicada, acompanhada de seu respectivo desvio padrão. 
As TABELA 5 e TABELA 6 apresentam os perfis de ésteres metílicos de 
ácidos graxos de amostras de M. decolor secas em estufa ou em liofilizador. Os 
cromatogramas indicam a presença dos mesmos ésteres metílicos em ambos os 
perfis, independentemente do método empregado para secagem da amostra. No 
entanto, algumas variações foram observadas na quantificação dos ésteres, 
revelando diferenças de 14,5% para o ácido palmítico, de 13,5% para o ácido 
linoleico e de 7,6% para o ácido oleico. 
 
TABELA 5 – PERFIL DE ÉSTERES METÍLICOS DE ÁCIDOS GRAXOS DA FRAÇÃO HEPTÂNICA 








14,30 Hexadecatrienoico 4,7,10-hexadecatrienóico C16:3 (4,7,10) 1,37±0,40 
14,42 Hexadecatetraenoico 4,7,10,13-hexadecatetraenóico C16:4 (4,7,10,13) 6,75±0,33 
14,56 Hexadecadienóico 7,10-hexadecadienóico C16:2 (7,10) 2,44±0,08 
14,68 Hexadecenóico 7-hexadecenóico C16:1 (7) 4,56±0,30 
14,77 Palmitoleico 9-hexadecenóico C16:1 (9) 1,37±0,25 
15,03 Hexadecenóico 6-hexadecenóico C16:1 (6) 1,77±0,25 
15,11 Palmítico hexadecanóico C16:0 25,03±2,57 
18,22 Octadecatrienóico 6,9,12,15-octadecatetraenóico C18:4 (6,9,12,15) 2,03±0,17 
18,41 Linoleico 9,12-octadecadienóico C18:2 (9,12) 13,74±1,15 
18,54 Oleico 9-octadecenóico C18:1 (9) 38,52±2,96 
19,07 Esteárico octadecanóico C18:0 0,81±0,25 
31,85 Lignocérico tetracosanóico C24:0 0,51±0,82 
37,76 Cerótico hexacosanóico C26:0 1,09±0,91 
FONTE: O autor (2019) 
 
Os principais ácidos graxos constituintes do perfil cromatográfico da microalga 




4,7,10,13 hexadecatetraenoato (C16:4). Essa composição é semelhante ao descrito 
por Del Río et al. (2015) em estudos realizados com a mesma espécie. Já se 
comparado a oleaginosas presentes na matriz energética brasileira para a produção 
de biodiesel, percebe-se uma certa semelhança com o óleo de palma, cujos ésteres 
majoritários correspondem aos ácidos oleico (43,26%), palmítico (40,59%) e linoleico 
(9,72%; SANTOS et al., 2019). 
 
TABELA 6 – PERFIL DE ÉSTERES METÍLICOS DE ÁCIDOS GRAXOS DA FRAÇÃO HEPTÂNICA 
CAPTURADA NA ESTERIFICAÇÃO DA BIOMASSA DE M. decolor SECA EM ESTUFA 
DE CIRCULAÇÃO DE AR (35°C). 




14,32 Hexadecatrienoico 4,7,10-hexadecatrienóico C16:3 (4,7,10) 0,44±0,31 
14,41 Hexadecatetraenoico 4,7,10,13-hexadecatetraenóico C16:4 (4,7,10,13) 4,51±0,09 
14,56 Hexadecadienóico 7,10 hexadecadienóico C16:2 (7,10) 1,71±0,01 
14,67 Hexadecenóico 7-hexadecenóico C16:1 (7) 4,27±0,12 
14,76 Palmitoleico 9-hexadecenóico C16:1 (9) 0,92±0,07 
15,02 Hexadecenóico 6-hexadecenóico C16:1 (6) 1,16±0,06 
15,11 Palmítico hexadecanóico C16:0 29,3±0,28 
18,21 Octadecatrienóico 6,9,12,15-octadecatetraenóico C18:4 (6,9,12,15) 1,45±0,04 
18,40 Linoleico 9,12-octadecadienóico C18:2 (9,12) 11,88±0,15 
18,53 Oleico 9-octadecenóico C18:1 (9) 41,73±1,44 
19,06 Esteárico octadecanóico C18:0 1,58±0,05 
31,86 Lignocérico tetracosanóico C24:0 0,43±0,42 
37,76 Cerótico hexacosanóico C26:0 0,62±0,74 
FONTE: O autor (2019) 
 
O ácido oleico ou 9-octadecenóico (C18:1) foi o mais abundante dentre os 
componentes do perfil graxo de M. decolor, tendo áreas percentuais de 38,52±2,96% 
para a biomassa liofilizada e 41,73±1,44% para a seca em estufa. Esse ácido graxo 
monoinsaturado é importante na saúde humana, especialmente pela redução da 




de pele e câncer, inibição na agregação plaquetária e redução do colesterol sérico 
(LDL) (SALES-CAMPOS et al., 2013; KARACOR; CAM, 2015). 
O segundo componente mais dominante nas amostras analisadas foi o ácido 
palmítico ou hexadecanóico (C16:0), que apresentou uma área percentual de 
25,03±2,57% na biomassa liofilizada e de 29,3±0,28% na seca em estufa a 35 °C. 
Várias aplicações já foram encontradas para o C16:0, tais como inibição do HIV-1 
(LIN et al., 2011), atividade antitumoral (HARADA et al., 2002), agente de 
intumescimento na fabricação de borracha natural (WEE et al., 2017) e matéria-
prima ou intermediário para plastificantes e surfactantes (CHEN et al., 2015). 
O ácido linoleico ou 9,12-octadecadienóico (C18:2) é o terceiro maior 
componente do conteúdo graxo de M. decolor. Pertencente à família dos ômegas, 
este ácido tem importante participação na dieta humana, apresentando propriedades 
anti-inflamatórias, redutoras de acne e clareadoras da pele (LETAWE et al.,1998; 
ANDO et al., 1998), assim como efeitos protetores contra o câncer, obesidade, 
diabetes e aterosclerose (YANG et al., 2015). 
Artigos científicos sobre a composição graxa da clorofícea M. decolor são 
extremamente escassos na literatura. Neste contexto, Del Río et al. (2015) avaliaram 
o perfil graxo de M. decolor cultivada em diferentes meios e observaram a 
ocorrência de variação no seu perfil de ácidos graxos. Em média, os ácidos C16:0 
(25,1%), C18:1 (42,3%), C18:2 (5,9%) e C18:3 (1,3%) foram identificados como 
componentes majoritários do perfil. A soma dos ésteres C16:0 e C18:1 representou 
mais de 60% do teor de ácidos graxos totais para M. decolor cultivada em meio sob 
limitação de nitrato, contra apenas 20-30% em meio controle contendo nitrogênio. 
Esses dados confirmam os encontrados no presente estudo, onde esses mesmos 




em liofilizador e de 88,83% na seca em estufa de circulação forçada (35 °C). Dentre 
os ácidos graxos identificados por Del Río et al. (2015), apenas os ácidos C16:4 
(hexadecatetraenóico) e C18:3 (linolênico) não fazem parte da composição graxa da 
biomassa de M. decolor utilizada no presente estudo. 
 
5.2 EXTRAÇÃO EM SOXHLET 
5.2.1 Rendimento bruto de extrato lipídico 
A extração dos lipídeos da microalga estudada foi realizada utilizando quatro 
tipos de solventes em extrator Soxhlet: etanol, hexano, clorofórmio:metanol (2:1, v/v) 
e hexano:etanol (2:1). No geral, solventes apolares como o hexano extraem lipídeos 
neutros e outros componentes de baixa polaridade como pigmentos carotenoides, 
enquanto solventes polares como o etanol fornecem maiores rendimentos mássicos 
de extração por solubilizar uma ampla faixa de compostos lipídicos polares. Por ser 
um solvente polar, o etanol vai interagir diretamente com lipídeos da parede celular 
(fosfolipídeos e glicolipídeos) e outros metabólitos polares como ácidos graxos, 
pigmentos, carotenoides e lipídeos complexos, além de lipídeos neutros como 
triacilglicerídeos. A partir das extrações em Soxhlet, o etanol foi o solvente que 
proporcionou o maior Rendimento Bruto do Extrato Lipídico (RBEL) da biomassa 
seca de M. decolor, independentemente do método empregado para secagem da 
amostra. Em segundo lugar ficou a mistura de clorofórmio:metanol (2:1), que diferiu 
em 11% das extrações realizadas com etanol (TABELA 7). 
Ao analisar os dados estatisticamente foi percebido que não houve diferença 
significativa entre os métodos de secagem da biomassa (p>0,05), mais sim entre os 
métodos de extração (p<0,05) do material lipídico da microalga M. decolor, o que já 




Balasubramanian et al. (2013) também observaram que não houve um efeito 
significativo entre métodos de secagem estudados como liofilização, secagem em 
estufa e aquecimento solar sobre o rendimento da extração lipídica (p>0,05) da 
biomassa da microalga Nannochloropsis sp. 
 
TABELA 7 – RENDIMENTO BRUTO DO EXTRATO LIPÍDICO (RBEL) DA BIOMASSA SECA DE 
M. decolor A PARTIR DE DIFERENTES METODOLOGIAS E SOLVENTES. 
Método extrativo Solvente 
RBEL (g/100 g) 
Liofilizador Estufa 
Soxhlet Etanola 30,82±3,65 28,58±0,86 
Hexanob 11,60±0,08 12,71±0,22 
Hexano:etanol (2:1, v/v)c 21,18±0,61 19,38±0,78 
Clorofórmio:metanol (2:1, v/v)c 24,97±0,24 25,37±0,31 
Bligh; Dyer (1959) Clorofórmio:metanol (2:1, v/v)c 17,03±0,12 18,10±0,16 
FONTE: O autor (2019). 
LEGENDA: As letras a, b e c representam a análise estatística de cada variável dentre os solventes 
utilizados. Valores marcados com letras iguais não diferem significativamente entre si (one-way 
ANOVA, p>0,05). 
 
A análise dos dados obtidos para M. decolor por meio de uma one-way 
ANOVA revelou que o rendimento lipídico diferiu significativamente entre os 
solventes utilizados para extração (p<0,05). Por outro lado, o teste a posteriori de 
Tukey demonstrou que parte das diferenças observadas foi significativa. Apenas os 
rendimentos obtidos com as misturas de hexano:etanol 2:1 (v/v) e 
clorofórmio:metanol 2:1 (v/v) não diferiram entre si (p>0,05). 
No estudo desenvolvido por Baumgardt et al. (2016) foi observado que o 
etanol anidro teve o melhor desempenho de extração e o maior rendimento de óleo 
(19,2 g/100g de biomassa seca) a partir da microalga Nannochloropsis oculata, 
seguido pela mistura de clorofórmio:metanol 2:1 (v/v) (18,1 g/100 g de biomassa 




Da Cruz Lima et al. (2018) verificaram em seu trabalho que, para a biomassa 
de C. minor var. minor seca em estufa, os melhores rendimentos de óleo nas 
extrações convencionais foram alcançados utilizando o clorofórmio:metanol 2:1 (v/v) 
(30,9±2%) e o etanol (30,5±1,9%). Comparativamente a esses resultados, o uso de 
hexano gerou uma redução de 65% no rendimento de extrato lipídico bruto 
(10,6±0,7%). 
 
5.2.2 Perfil Graxo e Rendimento Bruto de Esterificação Metílica (RBEM)  
Os extratos lipídicos obtidos pelos métodos de extração convencional foram 
convertidos a ésteres metílicos de ácidos graxos segundo a metodologia proposta 
por Menezes et al. (2013). Como não foram observadas diferenças significativas 
entre os métodos de secagem (seção 5.1.1 e 5.2.1), tais experimentos foram 
realizados apenas com a biomassa seca em estufa a 35°C, até mesmo por ser esse 
um método de secagem mais barato e mais acessível para uso em laboratório. 
No procedimento proposto por Menezes et al. (2013), a recuperação dos 
ésteres metílicos sintetizados a partir da biomassa ou de seu extrato lipídico é feita 
por extração com heptano. No entanto, dada a heterogeneidade desse meio de 
reação, a partição com heptano foi realizada quatro vezes consecutivas para garantir 
a extração exaustiva dos ésteres, aumentando assim a representatividade dos 
resultados experimentais. Tomando como referência o extrato etanólico (TABELA 8), 
percebe-se que houve uma redução gradual do Rendimento Bruto de Esterificação 
Metílica (RBEM) entre as frações heptânicas recuperadas no processo (FIGURA 7), 
sendo que do rendimento total extraído, 77% foi recuperado na primeira, 18% na 
segunda e 5% na terceira fração. Como podemos observar através da FIGURA 7 a 




níveis de luteína presentes na biomassa. O gênero Muriella é conhecido por 
apresentar altos níveis produtivos deste pigmento, que gira em torno de 0,5–2,55 
gramas de luteína por kilo de biomassa (DEL CAMPO et al., 2000), sendo um 
possível concorrente no mercado atual de luteína, que tem como principal fonte 
flores de calêndula (LIN et al., 2015). No entanto, as análises cromatográficas 
demonstraram que não havia mais ésteres metílicos nessa fração. A partir desta 
observação, cada ensaio realizado foi submetido a três lavagens heptânicas e os 
extratos foram reunidos em um mesmo recipiente. Os valores de RBEM foram 
determinados gravimetricamente após a evaporação do solvente (TABELA 8) e parte 
do extrato foi redissolvido em heptano para análise por GC-MS, visando determinar 
o seu perfil em ácidos graxos (TABELA 9). Os cromatogramas referentes aos 
principais ácidos graxos identificados nos extratos encontram-se registrados no 
APÊNDICE (FIGURAS de A a E).  
 
FIGURA 7 – FRAÇÕES HEPTÂNICAS SEQUENCIAIS RESULTANTES DA REAÇÃO PROPOSTA 
POR MENEZES et al. (2013), DEMONSTRANDO A DIFERENÇA VISUAL ENTRE A 
COLORAÇÃO DOS EXTRATOS. 
 
Fonte: O autor (2019). 
 
A partir das frações heptânicas capturadas no ensaio (TABELA 8), o maior 
rendimento bruto de esterificação metílica (RBEM) foi obtido a partir das extrações 
realizadas com hexano:etanol (2:1, v/v) seguidas das realizadas em etanol, 




para as extrações realizadas com a mistura de etanol. Os menores valores de RBEL 
e RBEM (extrato bruto esterificado) foram observados para o hexano.  
 
TABELA 8 – RENDIMENTO BRUTO DO EXTRATO LIPÍDICO (RBEL) E RENDIMENTO BRUTO DE 
ESTERIFICAÇÃO METÍLICA (RBEM) DOS EXTRATOS LIPÍDICOS DA BIOMASSA DE 
M. decolor SECA EM ESTUFA, USANDO DIFERENTES MÉTODOS DE EXTRAÇÃO. 
Método Solvente RBEL (g/100 g) RBEM (g/100 g) Conversão 
In situ ─ ─ 12,40±0,13 ─ 
Soxhlet Etanol 28,58±0,86 13,61±0,76 47,62% 
Hexano 12,71±0,22 10,45±0,17 82,21% 
Hexano:etanol (2:1, v/v) 19,38±0,78 13,82±0,48 71,31% 
Clorofórmio:metanol (2:1, v/v) 25,37±0,31 12,08±0,37 47,61% 
Bligh; Dyer (1959) Clorofórmio:metanol (2:1, v/v) 18,10±0,16 12,14±0,10 67,07% 
FONTE: O autor (2019). 
 
TABELA 9 – PERFIL DE ÁCIDOS GRAXOS DOS EXTRATOS DA BIOMASSA SECA DE M. decolor 
ATRAVÉS DE DIFERENTES SOLVENTES E METODOLOGIAS. 
FAMEs 








C16:3 (4,7,10) 0,68±0,20 1,06±0,13 1,05±0,07 1,03±0,06 1,02±0,08 
C16:4 (4,7,10,13) 3,88±0,07 5,11±0,88 5,86±0,19 5,71±0,38 5,17±0,34 
C16:2 (7,10) 1,38±0,04 1,57±0,22 1,75±0,09 1,72±0,18 1,64±0,11 
C16:1 (7) 3,37±0,03 3,91±0,37 4,12±0,10 4,09±0,28 4,07±0,26 
C16:1 (9) 0,65±0,03 0,79±0,05 0,9±0,03 0,88±0,09 0,88±0,07 
C16:1 (6) 1,06±0,12 1,39±0,03 1,17±0,08 1,27±0,06 1,29±0,08 
C16:0 29,41±0,75 23,61±0,58 31,94±0,28 27,08±0,84 29,38±2,80 
C18:4 (6,9,12,15) 1,70±0,11 2,11±0,06 1,84±0,27 2,33±0,04 2,09±0,20 
C18:2 (9,12) 11,23±0,27 13,5±0,56 11,92±0,10 12,87±0,33 13,09±0,36 
C18:1 (9) 41,23±0,26 40,43±0,31 34,83±0,34 37,08±0,73 36,72±1,54 
C18:0 1,59±0,09 1,77±0,18 1,45±0,05 2,03±0,37 1,73±0,08 
C24:0 1,52±0,25 1,57±0,12 1,27 ±0,09 1,47±0,38 1,5±0,72 
C26:0 2,31±0,43 3,18±0,17 1,91±0,25 2,47±0,68 1,41±0,16 
FONTE: O autor (2019). 
 
Quando comparadas as taxas percentuais de conversão do material graxo 




reação in situ. A maior taxa de conversão foi observada para os extratos realizados 
com hexano (82%), seguida pelos 71% obtidos a partir da mistura hexano:etanol 
(2:1, v/v). A seletividade em relação ao material graxo extraído se dá a partir da 
polaridade apresentada por cada solvente utilizado, de onde é possível inferir quais 
seriam os melhores solventes extratores. A partir de sua apolaridade, o hexano 
interage diretamente com os triacilglicerídeos (material de reserva) presentes no 
interior das células, além de ácidos graxos livres e outras qualidades de lipídeos 
neutros ou pouco polares. Já o etanol, por apresentar polaridade, interage 
majoritariamente com moléculas lipídicas mais polares como fosfolipídeos ou 
glicolipídeos presentes na parede celular. Assim, a mistura desses solventes 
acarreta em uma polaridade intermediaria, onde a possibilidade de interação com 
diferentes metabólitos graxos resulta em melhores rendimentos de extração (HALIM 
et al., 2012; ESCORSIM et al., 2018). 
O hexano demonstrou ser um bom solvente de trabalho, pois levou a uma 
maior seletividade para lipídeos esterificáveis, neutros ou de baixa polaridade, 
descartando futuras dificuldades e gastos intensivos com processos de purificação 
dos ésteres de ácidos graxos a serem utilizados como biodiesel. Além disso, esse 
solvente apresenta baixo ponto de ebulição e pode ser manuseado com segurança 
em processos industriais, apesar de sua toxicidade.  
O perfil graxo de uma matriz oleaginosa pode ser expresso em relação ao seu 
grau de saturação (FIGURA 8), cujos valores estão relacionados à presença de 
ácidos graxos saturados (SFA, do inglês saturated fatty acids), mono-insaturados 
(MUFA, do inglês monounsaturated fatty acids), di-insaturados (DUFA, do inglês di-
unsaturated fatty acids) tri-insaturados (TUFA, do inglês tri-unsaturated fatty acids) e 




extrema importância para que o seu potencial seja avaliado para a produção de 
biocombustíveis, fármacos, biopolímeros e ração animal, dentre outros. O perfil 
graxo de M. decolor mostrou-se majoritariamente composto por MUFAs, que 
apresentaram maior concentração nos extratos obtidos com etanol (46,30%) e 
hexano (46,51%), seguidos por SFAs, que responderam por 30 a 36% dos ésteres 
presentes em cada um dos extratos. 
 
FIGURA 8 – DISTRIBUIÇÃO DOS ÁCIDOS GRAXOS PRESENTES NA BIOMASSA IN NATURA E 
NOS EXTRATOS OBTIDOS A PARTIR DE EXTRAÇÕES CONVENCIONAIS DA 
MICROALGA M. decolor, DE ACORDO COM O GRAU DE SATURAÇÃO. 
 
FONTE: O autor (2019). 
LEGENDA: A) Biomassa in natura; B) etanol; C) hexano; D) clorofórmio:metanol (2:1); E) 
hexano:etanol (2:1); F) método de extração baseado em Bligh; Dyer (1959). 
 
Com base nos resultados obtidos podemos observar que a secagem em estufa 
se demonstrou efetiva, acessível e mais barata comparado a liofilização. A biomassa 
de M. decolor apresenta altos teores de proteínas (20,9%), lipídeo (14%) e 
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majoritariamente por ácido oleico (41,7%); palmítico (29,3%) e linoleico (11,8%), 
tendo maiores concentrações graxas de ácidos monoinsaturados e saturados. Ente 
os solventes o etanol demonstrou melhores rendimentos de extração, apesar de ter 
os menores rendimentos de extração o hexano demonstrou melhores conversões do 
material extraído. 
 
5.3 EXTRAÇÕES EM SISTEMA COM FLUIDO PRESSURIZADO 
5.3.1 Rendimentos e cinética de extração 
A partir das melhores condições observadas por Da Cruz Lima et al. (2018) 
em seu trabalho com C. minor var. minor, utilizando o mesmo sistema de extração, 
optou-se por selecionar os gases propano e dióxido de carbono para as extrações 
com fluidos pressurizados que, nas condições descritas na TABELA 10, 
apresentam-se em estados subcrítico e supercrítico, respectivamente. Após 
secagem, a biomassa foi triturada e peneirada, sendo que 82,34% (0,5 mm) do 
material ficou retido na peneira de 35 mesh.  
A extração em sistemas pressurizados proporcionou excelentes rendimentos 
brutos do extrato lipídico (RBEL), sendo que o propano se sobressaiu como melhor 
solvente extrator. Seu rendimento de extração foi 47% superior ao obtido a partir das 
extrações realizadas com CO2 supercrítico (sc-CO2). 
Da Cruz Lima et al. (2018) observaram em seus estudos que, para a 
biomassa seca em estufa da microalga C. minor var. minor, o melhor rendimento de 
extração foi alcançado para as amostras extraídas utilizando-se propano como 
solvente extrator (10,8%). Esse valor foi bem próximo ao encontrado para a M. 




C. minor var. minor forneceu RBEL máximos de 7,3% em 170 min de extração, ou 
seja, cerca de 30% a menos do que encontrado para M. decolor nesse estudo. 
 
TABELA 10 – CONDIÇÕES DE EXTRAÇÃO E RENDIMENTO BRUTO DO EXTRATO LIPÍDICO 
(RBEL) OBTIDO A PARTIR DAS EXTRAÇÕES REALIZADAS COM FLUÍDOS 
PRESSURIZADOS. 
Solvente  Pressão (bar) Temperatura (°C) RBEL (g/100 g) 
Propano subcrítico 100  80 9,64±0,43 
CO2 supercrítico (sc-CO2) 250  5,11±0,05 
FONTE: O autor (2019). 
 
Ao analisar as curvas cinéticas da extração com fluidos pressurizados 
(FIGURA 9), pode-se entender a influência dos parâmetros testados (pressão e 
temperatura) sobre o comportamento extrativo dos solutos de interesse. A curva 
cinética de extração divide-se em três partes distintas (CER – Taxa de extração 
constante, do inglês Constant Extraction Rate; FER – Taxa de extração decrescente, 
do inglês Falling Extraction Rate; DCR – Taxa controlada por difusão, do inglês 
Diffusion Controlled Rate) e de fácil identificação. Na primeira (CER), boa parte do 
soluto presente no material (40-50%) é extraída de forma constante por convecção 
do solvente sobre as partículas. A segunda fase (FER) é caracterizada pelo 
decréscimo da quantidade de soluto extraído por unidade de tempo, sendo 
responsável pela recuperação de aproximadamente 20% do soluto inicialmente 
presente na amostra. Essas duas fases compreendem cerca de 70% do extrato 
lipídico total presente no material. Por último, a fase DCR se caracteriza por atingir o 
equilíbrio do processo extrativo, em que pequenas quantidades de extrato ainda são 
obtidas pela difusão lenta e gradativa do solvente no material a ser extraído 





FIGURA 9 – CURVAS REPRESENTANDO A CINÉTICA DE EXTRAÇÃO DO ÓLEO DA MICROALGA 
Muriella decolor UTILIZANDO PROPANO SUBCRÍTICO E CO2 SUPERCRÍTICO COMO 
SOLVENTES EXTRATORES. 
 
FONTE: O autor (2019). 
 
A cinética de extração do material graxo de M. decolor com propano 
subcrítico gerou melhores resultados que os experimentos realizados com sc-CO2 
(FIGURA 9). Com propano subcrítico, o rendimento alcançado foi de 9,64% em 100 
min de extração a uma temperatura de 80°C e pressão de 100 bar. A curva cinética 
desse processo de extração ainda permitiu observar claramente as três fases de 
extração descritas anteriormente (CER, FER e DCR). Por outro lado, nas extrações 
com sc-CO2 apenas a fase CER foi observada, sendo perceptível a recuperação 
contínua de componentes lipídicos mesmo após 140 min de extração. 
 
5.3.2 Perfil Graxo e Rendimento Bruto de Esterificação Metílica (RBEM) 
Os resultados de perfil graxo da microalga M. decolor, traçados a partir da 




pressurizados, encontram-se registrados na TABELA 11. Os cromatogramas 
referentes aos principais ácidos graxos identificados nos extratos obtidos com fluidos 
pressurizados podem ser observados no APÊNDICE (FIGURAS F e G). 
Comparados aos perfis derivados da extração convencional, pode-se averiguar a 
ocorrência de variações mínimas nos ésteres metílicos identificados e a presença de 
outros ésteres antes não observados, como os ácidos mirístico (C14:0) e nervônico 
[C24:1 (15)], ainda que em concentrações residuais. 
 
TABELA 11 – PERFIL DE ÁCIDOS GRAXOS DOS EXTRATOS DA BIOMASSA SECA EM ESTUFA 
DE M. decolor OBTIDOS COM FLUIDOS PRESSURIZADOS. 
FAMEs 
Percentual (%) de FAMEs em diferentes solventes 
Propano subcrítico CO2 supercrítico 
C14:0 0,33±0,01 0,31±0,07 
C16:3 (4,7,10) 1,81±0,06 1,9±0,15 
C16:4 (4,7,10,13) 8,41±0,31 9,32±0,13 
C16:2 (7,10) 2,35±0,06 2,68±0,03 
C16:1 (7) 4,41±0,14 5,26±0,04 
C16:1 (9) 0,95±0,03 1,02±0,01 
C16:1 (6) 2,45±0,07 2,56±0,07 
C16:0 15,76±0,46 16,12±0,39 
C18:3 (6,9,12) 0,56±0,01 0,61±0,01 
C18:4 (6,9,12,15) 2,72±0,10 2,92±0,04 
C18:2 (9,12) 15,54±0,45 15,65±0,34 
C18:1 (9) 37,83±1,83 37,52±1,63 
C18:0 0,81±0,08 0,77±0,06 
C24:1 (15) 0,87±0,09 0,52±0,04 
C24:0 1,54±0,07 0,94±0,11 
C26:0 3,67±0,25 1,93±0,16 
FONTE: O autor (2019). 
 
Os dois fluidos pressurizados apresentaram uma excelente seletividade para 
a extração de material graxo intracelular saponificável da M. decolor, já que 75,16% 




ésteres metílicos empregando a técnica de SNE descrita na seção 4.4.1 
(TABELA 12). No entanto, o extrato propânico apresentou rendimentos finais em 
éster duas vezes maior do que os obtidos com CO2. 
 
TABELA 12 – RENDIMENTO BRUTO DO EXTRATO LIPÍDICO (RBEL) E RENDIMENTO BRUTO DE 
ESTERIFICAÇÃO METÍLICA (RBEM) DA BIOMASSA SECA EM ESTUFA DE M. 
decolor EMPREGANDO DIFERENTES FLUIDOS PRESSURIZADOS. 
Solvente RBEL (g/100 g) RBEM (g/100 g) Conversão 
Propano 9,64±0,43 7,24±0,22 75,10% 
sc-CO2 5,11±0,05 3,49±0,08 68,29% 
FONTE: O autor (2019). 
 
Quando comparadas às extrações convencionais, os fluidos pressurizados 
apresentaram rendimentos de extração menores nas condições de pressão e 
temperatura testadas nesse estudo. Suas propriedades sub ou supercríticas não 
foram capazes de maximizar os rendimentos, de forma a superar o desempenho dos 
solventes orgânicos. Vale ressaltar que, a partir do caráter não polar do gás 
propano, foi possível obter um processo de extração mais seletivo para moléculas 
graxas esterificáveis (75% de conversão; TABELA 12), assim como fora 
anteriormente observado para as extrações realizadas com hexano (82% de 
conversão; TABELA 8). 
O perfil graxo a partir do grau de saturação (FIGURA 10) demonstra 
novamente que os extratos lipídicos são compostos majoritariamente por MUFAs 
(46%), independentemente do solvente extrator utilizado. E, repetindo a tendência 
observada anteriormente, o segundo maior componente dos extratos foram os 
SFAs, que representaram 20 a 22% dos ácidos graxos presentes nas amostras 





FIGURA 10 – COMPOSIÇÃO DE ÁCIDOS GRAXOS POR GRAU DE SATURAÇÃO DOS 
EXTRATOS OBTIDOS COM FLUIDOS PRESSURIZADOS DA BIOMASSA DA 
MICROALGA M. decolor. 
 
FONTE: O autor (2019). 
 
5.4 RENDIMENTO MÁSSICO EM ÉSTERES METÍLICOS 
Por ser derivado do extrato heptânico de um processo de esterificação e/ou 
transesterificação, o rendimento bruto de esterificação metílica (RBEM), seja da 
microalga M. decolor ou de qualquer outra matriz, é comumente associado ao 
potencial da matéria-prima para a produção de biodiesel, principalmente pela 
solubilidade dos FAMEs nesse solvente orgânico. No entanto, o teor de ésteres 
totais desses extratos heptânicos e o rendimento mássico em ésteres metílicos, em 
relação à biomassa de microalgas (base seca), somente poderia ser conhecido 
mediante análises quantitativas. 
A partir de suas propriedades seletivas para a extração de lipídeos de baixa 
polaridade e melhores resultados nos testes iniciais de conversão (Tabelas 8 e 12), 
os extratos obtidos em hexano e propano subcrítico foram convertidos a ésteres 
metílicos empregando a técnica de transesterificação ácida desenvolvida por D’Oca 
et al. (2011). Posteriormente, a fração de ésteres foi quantificada por padronização 
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Rendimento Mássico em Ésteres Metílicos (RMEM) nessas frações de maior 
interesse para aplicação em motores do ciclo diesel (biodiesel).  
Independente da metodologia empregada para o processo de conversão, 
pode-se observar que os lipídios de M. decolor foram convertidos a FAMEs em 
diferentes rendimentos mássicos (FIGURA 11). De acordo com o teor de ésteres 
(RMEM), o processo de SNE converteu um total de 7,1% do extrato lipídico derivado 
do emprego de hexano em Soxhlet, menor concentração de ésteres. Já os extratos 
oriundos das extrações com propano subcrítico resultaram em uma conversão de 
70,3% em ésteres do material extraído. De sua totalidade, 22,10% dos ésteres 
produzidos foram derivados de ácidos graxos saturados, 46,51% de mono-
insaturados, 17,89% de di-insaturados e 13,5% de poli-insaturados (TABELA 11). 
 
FIGURA 11 – COMPARAÇÃO DOS RENDIMENTOS MÁSSICOS OBTIDOS A PARTIR DOS 
EXTRATOS DA BIOMASSA SECA EM ESTUFA DE M. decolor, EMPREGANDO DIFERENTES 
SOLVENTES EXTRATORES E MÉTODOS DE CONVERSÃO DO EXTRATO LIPÍDICO EM 
ÉSTERES METÍLICOS. 
 
FONTE: O autor (2019). 
Legenda: RBEL, Rendimento Bruto do Extrato Lipídico; RBEM, Rendimento Bruto de Esterificação 
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O processo de transesterificação ácida foi aplicado no extrato hexânico do 
aparelho Soxhlet e no extrato lipídico obtido por extração subcrítica com propano, os 
valores de conversão em FAMEs dos extratos lipídicos obtidos com hexano e 
propano subcrítico foram, 19,5% e 52,2%, respectivamente (FIGURA 11). A 
diferença dos valores de RMEM entre as duas metodologias de síntese foi de 12,4% 
entre os extratos hexânicos e de 18,1% para o extrato propânico. 
Independente da metodologia de conversão dos lipídeos, os extratos de M. 
decolor com hexano apresentaram altas taxas de material bruto esterificado e baixos 
níveis de ésteres graxos sintetizados. Em contraste, nos FAMEs obtidos após os 
processos de saponificação-esterificação e transesterificação ácida de extratos 
lipídicos utilizando propano subcrítico foram observados maiores teores de ésteres 
graxos, destacando o potencial extrativo do propano subcrítico. 
A partir da conversão do material graxo em ésteres ainda foi possível 
observar por diferença percentual a presença de outros compostos na fração 
esterificada, a verificação da qualidade do produto por transesterificação ácida foi 
realizada através de análises de RMN de 1H (FIGURA 12 e 13). 
A partir da conversão do material graxo em ésteres ainda foi possível 
observar por diferença percentual a presença de outros compostos na fração 
esterificada, a verificação da qualidade do produto por transesterificação ácida foi 
realizada através de análises de RMN de 1H (FIGURA 12 e 13).  
As análises de RMN de 1H não mostraram sinais característicos dos 
hidrogênios (δ4,0 e 4,5 ppm, CEDRÓN et al, 2014) referentes a presença 
triglicerídeos residuais nas amostras.  Os sinais referentes aos hidrogênios dos 




provenientes das diferentes frações lipídicas após a transesterificação. Nos 
espectros de RMN de 1H (400 MHz, CDCl3) dos FAMEs brutos produzidos por 
processo de transesterificação ácida a partir de extrato lipídico de hexano usando o 
equipamento Soxhlet (FIGURA 12) foi observado um singleto em 3,66 ppm 
correspondente aos hidrogênios do grupo OCH3 do éster metílico.  No mesmo 
espectro em 5,36 ppm foram observados os hidrogênios vinílicos (CH) das ligações 
duplas, em 2,80 e 2,06 ppm foram observados os sinais correspondente aos 
hidrogênios alilicos (-CH2) na cadeia e o tripleto a 2,29 ppm corresponde aos 
hidrogênios alfa (-CH2) a carbonila do éster (LEMÕES et al, 2016; TORRES et al, 
2017). Os sinais dos hidrogênios metlilênicos da cadeia de carbônica foram 
observados entre 1,2-1,4 ppm (δ 1,26; MA et al., 2019) e entre 0,86-0,97 os sinais 
dos hidrogênios referentes as metilas terminais (-CH3) das cadeias saturadas e 
insaturadas (δ 0,98 e δ 0,88; MA et al., 2019).  
Na análise dos FAMEs produzidos a partir do extrato de hexânico (FIGURA 
12), além dos sinais dos ésteres graxos, também foram observados sinais típicos de 
pigmentos carotenoides, como a luteína (C40H56O2), nas regiões de 5,36 ppm, 1,62 
ppm e em 0,86 ppm (WEI et al., 2003). Apesar dos sinais dos carotenoides estarem 
em menor concentração estes foram detectados nos extratos hexânicos e 
propânicos. Além disto, qualitativamente de acordo com a integração relativa dos 
sinais nos espectros de RMN de 1H é possível observar maiores quantidades de 
FAMEs a partir do extrato subcrítico de propano (FIGURA 11), corroborando o 







FIGURA 12 – ESPECTROS DE RMN DE 1H (400 MHZ, CDCl3) DOS FAMES BRUTOS 
PRODUZIDOS POR PROCESSO DE TRANSESTERIFICAÇÃO ÁCIDA A PARTIR DE EXTRATO 
LIPÍDICO DE HEXANO USANDO SOXHLET. 
 
FIGURA 13 – ESPECTROS DE RMN DE 1H (400 MHZ, CDCL3) DOS FAMES BRUTOS 
PRODUZIDOS POR PROCESSO DE TRANSESTERIFICAÇÃO ÁCIDA A PARTIR DO EXTRATO 





A luteína é um carotenoide do grupo das xantofilas, molécula lipofílica e com 
alta hidrofobicidade, cuja ocorrência natural se dá como ésteres de ácidos graxos 
em que um ou dois dos grupos hidroxila presentes na molécula se encontram 
esterificados (MELÉNDEZ-MARTÍNEZ et al., 2007; STEINER et al., 2018; 
BECERRA et al., 2020). Assim, o processo de saponificação seguido de 
esterificação ou de transesterificação dos ésteres podem produzir carotenoides 
livres (luteína, etc.) e FAMEs na presença de metanol (CHAN et al., 2013; 
D’ALESSANDRO et al., 2020). 
 
5.5 PREDIÇÃO DAS PROPRIEDADES COMBUSTÍVEIS DOS ÉSTERES 
A produção laboratorial de microalgas é normalmente exploratória, sendo na 
maioria das vezes realizada em pequena escala empregando volumes de 250 mL a 
5 L por cultivo (D’ALESSANDRO et al., 2018; SASSI et al., 2018; LIMA et al., 2018; 
NEVES et al., 2019). Por consequência, a quantidade de biomassa adquirida por 
experimento é pouca e várias análises devem ser feitas de modo a caracterizar a 
sua composição centesimal. Por outro lado, a caracterização das propriedades 
combustíveis de amostras experimentais de biodiesel exige quantidades expressivas 
que se mostram muitas vezes inviáveis para estudos de bioenergia envolvendo 
microalgas. Para resolver essas limitações, equações preditivas foram 
desenvolvidas a partir do perfil de ácidos graxos de diferentes matrizes oleaginosas, 
incluindo as microalgas, e estas têm se demonstrado eficazes para prever algumas 
das principais propriedades de biocombustíveis como o biodiesel (RAMOS et al., 
2009; HOEKMAN et al., 2012; TALEBI et al., 2013; CALIXTO et al., 2018). 
Através da avaliação das propriedades combustíveis é possível estabelecer o 
enquadramento de um determinado produto nas especificações técnicas que 




da produção e uso do biodiesel é regida pela Resolução No. 45 da ANP de 
25/08/2014, publicada no DOU em 26/08/2014 pela Agência Nacional do Petróleo, 
Gás Natural e Biocombustíveis (ANP). Essa norma regulamenta os parâmetros 
mínimos de qualidade do biodiesel nacional, de forma a garantir que o consumidor 
receba um combustível eficaz, com características que contribuam ao bom 
funcionamento, desempenho e integridade do motor.  
As propriedades do biodiesel produzido a partir do óleo da microalga M. 
decolor foram determinadas para verificar sua possível inserção na matriz energética 
nacional. Tais propriedades foram estimadas a partir do perfil graxo dos lipídeos da 
biomassa in natura de M. decolor e de seus diferentes extratos, tanto de extrações 
convencionais (TABELA 13) quanto das realizadas com fluidos pressurizados 
(TABELA 14). 
O teor de insaturação do biodiesel (ADU, do inglês Average Degree of 
Unsaturation) é extremamente importante no cálculo empírico das propriedades 
combustíveis, pois através desse é possível projetar valores para o poder calorífico 
(°C), viscosidade cinemática (mm2/s) e densidade (g/cm3), entre outros. O maior 
valor de ADU das extrações convencionais foi encontrado para o óleo extraído em 
Soxhlet com a mistura hexano:etanol (1,41±0,0). Já para as extrações realizadas 
com fluídos pressurizados, o maior ADU foi observado nas extrações realizadas com 
sc-CO2 (1,6±0,0). Embora não exista uma norma específica que regulamente este 
padrão de qualidade, sabe-se que quanto mais insaturado for o combustível, menor 








TABELA 13 – VALORES PREDITIVOS DAS PROPRIEDADES COMBUSTÍVEIS DO BIODIESEL DA 
MICROALGA DULCÍCOLA M. decolor, PROVENIENTE DOS EXTRATOS OBTIDOS A 
PARTIR DAS EXTRAÇÕES CONVENCIONAIS. 
Propriedade 








ADU 1,31±0,0 1,39±0,0 1,39±0,0 1,41±0,0 1,39±0,0 
VC (mm2/s) 4,38±0,0 4,33±0,0 4,33±0,0 4,32±0,0 4,33±0,0 
Densidade (g/cm3) 0,88±0,0 0,88±0,0 0,88±0,0 0,88±0,0 0,88±0,0 
CN  54,16±0,0 53,62±0,1 53,62±0,0 53,49±0,0 53,64±0,1 
II (g/100 g) 109,91±0,3 115,98±1,9 115,99±0,6 117,39±0,9 115,77±1,5 
PC (MJ/kg) 40,83±0,0 40,98±0,0 40,98±0,0 41,01±0,0 40,97±0,0 
CFPP (°C) 22,89±4,5 21,25±0,8 18,84±2,5 23,78±6,5 15,95±5,1 
FONTE: O autor (2019) 
LEGENDA: ADU: Teor de Insaturação do Biodiesel; VC: Viscosidade cinemática; NC: Número de 
Cetano; II: Índice de Iodo; PC: Poder Calorifico; CFPP: Ponto de Entupimento de Filtro a Frio. 
 
TABELA 14 – VALORES PREDITIVOS DAS PROPRIEDADES COMBUSTÍVEIS DO BIODIESEL DA 
MICROALGA DULCÍCOLA M. decolor, PROVENIENTE DOS EXTRATOS OBTIDOS A 
PARTIR DAS EXTRAÇÕES COM FLUIDOS PRESSURIZADOS. 
Propriedade 
FAME obtidos a partir de diferentes solventes 
Propano subcrítico CO2 supercrítico 
ADU 1,56±0,0 1,6±0,0 
VC (mm2/s) 4,22±0,0 4,2±0,0 
Densidade (g/cm3) 0,88±0,0 0,88±0,0 
CN  52,5±0,1 52,22±0,0 
II (g/100 g) 128,47±1,2 131,52±0,8 
PC (MJ/kg) 41,27±0,0 41,35±0,0 
CFPP (°C) 28,17±2,0 10,9±2,1 
FONTE: O autor (2019). 
LEGENDA: ADU: Teor de Insaturação do Biodiesel; VC: Viscosidade cinemática; NC: Número de 
Cetano; II: Índice de Iodo; PC: Poder Calorifico; CFPP: Ponto de Entupimento de Filtro a Frio. 
 
As viscosidades cinemáticas estimadas para todos os extratos obtidos ficaram 
dentro das especificações definidas pelas normas brasileira (ANP 45/14, de 3 a 
6 mm2/s), europeia (EN 14214, de 3,5 a 5 mm2/s) e norte americana (ASTM D6751, 
de 1,9 a 6 mm2/s). Este parâmetro é muito importante por influenciar diretamente os 




quanto maior a viscosidade, menor a taxa de atomização do combustível na câmara 
de combustão (HOEKMAN et al., 2012). Nos estudos realizados por Xu et al. (2006), 
foi encontrada uma viscosidade cinemática de 5,2 mm2/s para o biodiesel produzido 
a partir do óleo da clorofícea C. protothecoides. 
Segundo a norma europeia DS (2008), os valores de densidade do óleo 
devem estar entre 0,85 e 0,90 Kg/L e essa faixa contempla todos os extratos 
investigados neste trabalho. A pouca variação nos valores de densidade obtidos 
para os diferentes extratos se deve à semelhança entre os seus perfis graxos, que 
mantém relativamente constante a relação entre o número de insaturações e o 
comprimento das cadeias carbônicas. A alteração na densidade do combustível 
afeta o volume de injeção do combustível e, portanto, o desempenho ou a 
performance do motor (KNOTHE, 2008; HOEKMAN et al., 2012) 
Xu et al. (2006) demonstraram que o biodiesel produzido a partir da clorofícea 
Chlorella protothecoides apresentou uma densidade de 0,864 g/cm3, que está dentro 
das normas internacionais para esse parâmetro. Da Cruz Lima et al. (2018), 
analisando o óleo produzido a partir da clorofícea C. minor var. minor, constataram 
que a sua densidade média (0,756 ± 0,3 g/cm3) estava ligeiramente fora da 
estabelecida pela norma europeia (EN 14214) de qualidade para o biodiesel.  
O número de cetano (CN, do inglês cetane number) está diretamente 
relacionado ao tempo de retardamento da ignição e à qualidade da combustão, que 
são influenciadas positivamente pela presença de ácidos graxos de cadeia longa 
(RAMOS et al., 2009). A norma brasileira (ANP 45/14) não estabelece nenhum valor 
de referência para o CN de amostras de biodiesel, principalmente por considerar que 
qualquer biodiesel de qualidade apresentará valores superiores aos normalmente 




biodiesel produzido no país é derivado da soja e que esse apresenta um CN igual a 
49 (RAMOS et al., 2009). Verificando os dados relativos ao número de cetano nas 
amostras oriundas das extrações convencionais (TABELA 13) e das realizadas com 
fluídos pressurizados (TABELA 14), constatou-se que o biodiesel derivado da 
microalga M. decolor apresentará valores acima dos recomendados pelas normas 
europeia (EN 14214, que é de 51) e americana (ASTM D6751, que é de 47), bem 
como superiores aos normalmente atribuídos ao biodiesel de óleo de soja. Os 
maiores valores de CN foram encontrados para a fração lipídica obtida a partir das 
extrações convencionais utilizando o etanol (54,16±0,0).  
Calixto et al. (2018) observaram que o NC é inversamente proporcional ao 
ADU encontrado em amostras de biodiesel. Todas as clorofíceas estudadas 
apresentaram valores de NC acima de 50, assim como os valores relatados nas 
TABELA 13 e TABELA 14 para a M. decolor e seus diferentes extratos lipídicos. 
O índice de iodo (II) está diretamente ligado ao grau de insaturação dos 
ácidos graxos presentes na amostra, sendo expresso em gramas de I2 que reagem  
com 100 g da amostra (RAMOS et al., 2009). No Brasil a ANP não estabelece 
valores limites para o índice de iodo, mas a norma europeia EN 14214 propõe um 
valor máximo de 120 g I2/100 g. O índice de iodo calculado dos materiais derivados 
de extrações convencionais da biomassa de M. decolor variou de 109,91±0,3 a 
117,39±0,9 I2/100 g, demonstrando alguma diferença de seletividade entre os 
diferentes solventes extratores. Todos esses valores se apresentaram aderentes ao 
valor estabelecido pela norma europeia, sendo que o extrato etanólico resultou no 
menor valor. Por outro lado, as extrações com fluídos pressurizados resultaram em II 
calculados superiores ao limite máximo estabelecido na norma DS (2008) e esses 




CO2, respectivamente. Isso significa que a extração com fluidos pressurizados 
apresentou maior seletividade para ácidos graxos poli-insaturados, algo 
extremamente interessante para a indústria alimentícia, mas relativamente 
problemático para aplicações combustíveis devido a um efeito negativo que esses 
componentes exercem sobre a estabilidade oxidativa do biodiesel. 
Assim como para o número de cetano, não existe um valor mínimo para o 
poder calorífico (PC) do biodiesel pela norma brasileira, mas esse valor é importante 
para antecipar o desempenho ou a quantidade de energia liberada pelo combustível 
em câmara de combustão de motores do ciclo diesel. Os valores calculados para o 
PC de todas as amostras derivadas da microalga M. decolor, independentemente do 
método de extração utilizado, ficaram entre 40,83±0,0 e 41,35±0,0 MJ/kg, próximo 
ao encontrado por Nascimento et al. (2014) para o diesel comercial, que foi cerca de 
45,7 MJ/kg. 
A exposição a baixas temperaturas no inverno pode causar a cristalização de 
componentes parafínicos presentes em combustíveis do ciclo diesel. O ponto de 
entupimento de filtro a frio (CFPP, do inglês Cold Filter Plugging Point) corresponde 
à temperatura em que estes cristais atingem dimensões que dificultam a fluidez do 
combustível, interferindo diretamente no funcionamento do motor. Para cada região 
brasileira a ANP estabelece limites diferentes para o CFPP e isso se deve ao clima 
específico de cada região, particularmente durante o inverno (RAMOS et al., 2017). 
A variação deste parâmetro se dá entre 8 a 14 C para os Estados de SP, MG e MS, 
de 10 a 14 C para GO/DF, MT, ES e RJ, e de 5 a 14 C para região sul do país. Os 





Tomando por base esse parâmetro, observa-se na TABELA 13 que apenas 
os extratos obtidos em Soxhlet com a mistura de cloroformio:metanol (2:1) e pela 
metodologia de Bligh; Dyer (1959) adaptada por Borges et al. (2016) se 
enquadrariam nas recomendações da norma para as regiões Norte e Nordeste do 
Brasil, que é de 19 ºC. Já para os extratos obtidos com fluídos pressurizados 
(TABELA 14), apenas os realizados com CO2 estariam de acordo com a norma para 
as regiões centro-oeste (Goiás, Mato Grosso e Mato Grosso do Sul), sul (Paraná, 
Rio Grande do Sul e Santa Catarina) e sudeste (Espírito Santo, Minas Gerais, Rio de 
Janeiro e São Paulo) do país. A variação observada entre os valores de CFPP das 
diferentes amostras pode ser aplicada pelos seus respectivos teores de ésteres 
saturados, já que esses afetam diretamente as propriedades de fluxo a frio do 
combustível. A partir de seu ponto de fusão elevado, derivados de ácidos graxos 
saturados tendem a solidificar mais rápido em temperaturas mais baixas e isso se 
deve às ocorrência de fortes ligações intermoleculares entre as moléculas (DA 
SILVA et al., 2006). Uma alternativa para a correção desse parâmetro seria a 
mistura de biodieseis de diferentes matrizes que possuam cadeias insaturadas 
(ácido oleico e/ou linoleico) ou aditivos anti-congelantes capazes de possibilitar o 
ajuste às normas, como aditivos polímeros, por exemplo (RAMOS et al., 2017).  
Nascimento et al. (2013) estimaram as propriedades combustíveis do 
biodiesel derivado do óleo de microalgas da classe Trebouxyophyceae empregando 
equações empíricas (TABELA 15). Os valores de NC e de II da microalga 
Botryococcus braunii são próximos aos encontrados para a M. decolor, que também 






TABELA 15 – PROPRIEDADES ESTIMADAS DO BIODIESEL A PARTIR DE ÓLEOS DE 
MICROALGAS DA CLASSE TREBOUXYOPHYCEAE. 
Espécies CN II (g/100 g) CFPP (°C) 
Chlorella vulgaris (IBL-C105) 61,83 52,63 -10,81 
Botryococcus braunii (IBL-C117) 52,67 94,6 -7,96 
Botryococcus terribilis (IBL-C115) 59,5 66,9 -10,26 
FONTE: Adaptado de Nascimento et al. (2013). 
LEGENDA: CN - Número de Cetano; II - Índice de iodo; CFPP - Ponto de entupimento do filtro frio.  
 
5.6 BIOMASSA RESIDUAL 
Os processos de conversão de biomassa normalmente geram o acúmulo de 
resíduos muitas vezes não aproveitados da forma correta, seja por ineficiência na 
reutilização ou pela má destinação no descarte, deixando assim de contribuir à 
geração de lucro em processos que minimizem a geração de poluentes. A partir da 
aplicação do conceito de biorrefinaria, busca-se reverter esse quadro fazendo com 
que o aproveitamento de resíduos possa contribuir ao aumento e diversificação das 
fontes de lucro. 
Pesquisas despontam cada vez mais à utilização da biomassa de microalgas 
em aplicações de bioenergia. No entanto, essa biomassa também oferece 
oportunidades interessantes que levariam ao aproveitamento integral da matriz, 
composta majoritariamente por lipídeos, carboidratos e proteínas. A partir desse 
conceito, análises foram realizadas na biomassa desengordurada de M. decolor 
visando avaliar o seu potencial para uso como ração animal e material de partida 
para outros processos de conversão (TABELA 16). 
A TABELA 16 demonstra que a biomassa desengordurada ainda apresentou 
teores relativamente altos de material lipídico em sua composição. Isso se explica 




compartimentalização e acessibilidade química no citoplasma e/ou parede celular 
pode ter impedido a sua extração integral.  
 
TABELA 16 – COMPOSIÇÃO MAJORITÁRIA DA BIOMASSA DESENGORDURADA DE M. decolor. 
Extração Solvente 
Composição (g/100 g) 
Lipídeosa Proteínasb Carboidratosc 
Soxhlet 
Etanol 5,72 ± 0,70 26,42 ± 0,84 10,97 ± 1,36 
Hexano 8,81 ± 0,52 15,51 ± 1,49 16,01 ± 1,08 
Clorofórmio:metanol 6,40 ± 0,39 25,63 ± 1,30 13,18 ± 1,10 
Hexano:Etanol 7,02 ± 0,23 17,86 ± 1,54 12,60 ± 1,67 
Bligh; Dyer (1959) Clorofórmio:metanol 6,69 ± 0,23 18,98 ± 1,00 11,89 ± 1,82 
Fluidos pressurizados 
Propano subcrítico 8,40 ± 1,54 14,18 ± 2,04 10,43 ± 0,14 
sc-CO2 9,82 ± 0,32 16,65 ± 1,18 14,44 ± 1,80 
Fonte: O autor (2019). 
Legenda: As letras a, b e c representam a análise estatística de cada variável em relação aos 
metabolitos quantificados. Letras iguais não diferem significativamente entre si (one-way ANOVA , p > 
0,05).  
 
Os menores teores de lipídeos totais foram observados para a biomassa 
extraída com etanol (5,72 g/100 g). Já os maiores teores de lipídeos totais foram 
observados na biomassa extraída com CO2 (9,82 g/100 g). Como esperado, os 
maiores teores de lipídeos totais foram encontrados nos materiais derivados das 
extrações que geraram os menores rendimentos de extrato bruto. 
Os maiores teores de proteínas foram observados para as amostras extraídas 
em Soxhlet utilizando etanol como solvente extrator (26,42 g/100 g; TABELA 16), um 
aumento de 5,52% se comparado ao teor inicial de proteínas encontrado na 
biomassa in natura. O segundo maior teor de proteínas foi derivado das extrações 
realizadas com a mistura de clorofórmio:metanol (25,63 g/100 g), que representa um 
aumento de 4,73% em relação ao material de origem. 
Diferentes classes de proteínas compõem as células microbianas, podendo 




partir da natureza química de cada grupo prostético as proteínas conjugadas são 
classificadas em: lipoproteínas (lipídeos), glicoproteínas (carboidratos), 
fosfoproteínas (fosfato) e metaloproteínas (metaís) (NELSON; COX, 2018). Vale 
ressaltar que a presença de alto teor de proteínas na massa deslipidada (ou 
extraída) de microalgas é determinante para que essa apresente potencial para uso 
como componente de rações animais. 
As biomassas deslipidadas (TABELA 16) apresentaram diferentes teores de 
carboidratos, que podem ser encontrados em componentes da parede celular 
(celulose, quitina) ou em substância de reserva como o amido (NELSON; COX, 
2018). O maior percentual foi encontrado no resíduo das extrações convencionais 
com hexano (16 g/100 g; TABELA 16), caracterizando um aumento de 3,58% em 
relação ao teor inicialmente encontrado na biomassa in natura. Já a menor 
concentração de carboidratos foi observada na biomassa extraída com etanol 
(10,97 g/100 g; TABELA 16), valor 1,45% inferior à biomassa in natura. Para o 
material residual das extrações com fluídos pressurizados, os maiores níveis de 
proteínas (16,65 g/100 g) e carboidratos (14,44 g/100 g) foram observados para a 
biomassa extraída com sc-CO2. Estes resultados confirmam a seletividade dos 
diferentes solventes, para com os componentes celulares de interesse da microalga 
M. decolor. 
As análises dos dados obtidos para a biomassa residual de M. decolor por 
meio de one-way ANOVA revelaram que não houve variações significativas entre os 
métodos de extração e nem entre os solventes utilizados (p>0,05) para extração dos 
componentes celulares, mas sim entre os metabólitos quantificados (p<0,05). O 
teste a posteriori demonstrou que todos os componentes (proteína, carboidrato e 




A literatura traz consigo uma gama de trabalhos baseados no aproveitamento 
da biomassa desengordurada de microalgas para produção de diversos produtos de 
interesse comercial. Por exemplo, os carboidratos contidos na biomassa 
desengordurada podem ser utilizados para a produção de etanol. Vários 
pesquisadores já estudaram esse processo a partir de várias espécies de microalgas 
e os resultados foram aparentemente satisfatórios. Harun et al. (2011) obtiveram um 
rendimento máximo de 26,1 gramas de etanol por grama de biomassa depois do 
pré-tratamento alcalino do resíduo desengordurado da microalga Chlorococcum 
infusionum. Lee et al. (2019b) otimizaram a produção de etanol através da hidrólise 
ácida da biomassa da microalga Nannochloropsis gaditana, atingindo uma produção 
máxima de 4,84 g/L para um rendimento de hidrólise de 0,37 g/g. 
A aplicação da biomassa desengordurada de microalgas na formulação de 
ração animal também vem sendo postulada devido a sua composição 
majoritariamente proteica. Austic et al. (2013) concluíram em seus estudos que a 
inserção de 7,5% da biomassa desengordurada da diatomácea Staurosira sp. foi 
adequada para frangos de corte como substituinte a uma mistura proteica for farelos 
de milho e soja. Com isso, cerca de 2,4 milhões de toneladas de soja poderiam ser 
poupados e assim destinados a alimentação humana anualmente. 
Kiron et al. (2016) observaram em seu trabalho que a aplicação de 20% de 
biomassa desengordura da microalga Desmodesmus sp. na dieta de salmão do 
Atlântico não causaram nenhum efeito negativo sobre o desenvolvimento e 
metabolismo dos peixes, substituindo a farinha de peixe utilizada na produção de 
rações. Gatrell et al. (2018) demonstraram que, além da biomassa desengordurada 
não prejudicar o desenvolvimento de frangos, sua presença desencadeou um 




Na esteira de outras aplicações associadas à produção de bioenergia, Yang 
et al. (2011) utilizaram a biomassa desengordurada de Scenedesmus sp. como 
substrato para a obtenção de biocombustíveis e obtiveram rendimentos de 46,0 ± 
2,4 mL de hidrogênio por grama de sólidos voláteis  e 393,6 ± 19,5 mL de CH4 por 
grama de sólidos voláteis em processos integrados de produção. Já Chernova; 
Kiseleva (2017), mediante o tratamento térmico das biomassas desengorduradas de 
Arhtrospira platensis e Chlorococcum sp., produziram hidrogênio por fermentação 
anaeróbia, além de acetona e butanol em rendimentos apreciáveis. 
O emprego de hidrolisados da biomassa desengordurada de microalgas como 
suplemento para o cultivo de outras espécies de microalgas também já foi descrito 
na literatura. Maurya et al. (2016) obtiveram uma melhoria significativa na 
produtividade de biomassa e no rendimento lipídios de C. vulgaris utilizando 
hidrolisados dessa natureza nos cultivos. Abomohra et al. (2018) também obtiveram 
resultados satisfatórios nessa mesma linha de investigação estudando cultivos da 
microalga Scenedesmus obliquus. 
No mundo da nanotecnologia, a biomassa desengordurada de Chlorella sp. 
foi utilizada por Song et al. (2017) para a produção de ânodos Sn para baterias de 
íons de lítio. Os resultados obtidos demostraram-se eficientes e abriram o caminho 







A biomassa da microalga M. decolor pode ser definida como uma matriz de 
grande potencial para a produção de bioenergia e insumos para aplicação nas 
indústrias química, farmacêutica e alimentícia. Sua composição centesimal 
apresenta altos teores de carboidratos, proteínas e lipídeos, além de pigmentos de 
alto valor agregado como a luteína.  
O método de secagem da biomassa de M. decolor interferiu no processo de 
obtenção de seus componentes lipídicos. A secagem em estufa de circulação de ar 
a 35°C foi mais vantajosa do que a liofilização por ser mais barata e render um maior 
rendimento de extração dos metabólitos de interesse. 
Entre os vários métodos de extração investigados, o emprego de propano 
subcrítico como solvente extrator foi o de melhor desempenho por propiciar altos 
rendimentos de recuperação de uma fração lipídica mais pura e adequada para a 
produção de ésteres metílicos de ácidos graxos com propriedades adequadas para 
uso como combustível em motores do ciclo diesel (biodiesel). Por fim, a biomassa 
desengordurada da microalga M. decolor apresentou bons teores de proteínas e 
carboidratos em sua composição, sendo uma biomassa com potencial para 
aplicação no desenvolvimento de rações animais, biocombustíveis e insumos para 
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Figura A1 - Cromatogramas referentes ao perfil de Ácidos Graxos do extrato em 
etanol da microalga M. decolor, analisada por cromatografia a gás na forma de 
ésteres metílicos. Imagem 1: cromatograma da área total de picos observados, 2: 







Figura B1 - Cromatogramas referentes ao perfil de Ácidos Graxos do extrato em 
hexano da microalga M. decolor, analisada por cromatografia a gás na forma de 
ésteres metílicos. Imagem 1: cromatograma da área total de picos observados, 2: 









Figura C1 - Cromatogramas referentes ao perfil de Ácidos Graxos do extrato em 
clorofórmio:metanol (2:1) da microalga M. decolor, analisada por cromatografia a gás 
na forma de ésteres metílicos. Imagem 1: cromatograma da área total de picos 









Figura D1 - Cromatogramas referentes ao perfil de Ácidos Graxos do extrato em 
hexano:etanol (2:1) da microalga M. decolor, analisada por cromatografia a gás na 
forma de ésteres metílicos. Imagem 1: cromatograma da área total de picos 









Figura E1 - Cromatogramas referentes ao perfil de Ácidos Graxos do esterificado 
lipídico (BORGES et al., 2016) da microalga M. decolor, analisada por cromatografia 
a gás na forma de ésteres metílicos. Imagem 1: cromatograma da área total de picos 









Figura F1 - Cromatogramas referentes ao perfil de Ácidos Graxos do extrato em 
propano subcrítico da microalga M. decolor, analisada por cromatografia a gás na 
forma de ésteres metílicos. Imagem 1: cromatograma da área total de picos 









Figura G1 - Cromatogramas referentes ao perfil de Ácidos Graxos do extrato em 
CO2 supercrítico da microalga M. decolor, analisada por cromatografia a gás na 
forma de ésteres metílicos. Imagem 1: cromatograma da área total de picos 
observados, 2: Expansão do cromatograma na região de 13-19 min. 
 
 
